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El crecimiento de los alevines es lento: el primer año su peso está comprendido entre 5
y lO g; el segundo entre 50 y 100 g y el tercero entre 250 y 300 g, alcanzando la madurez
sexual a partir del tercer verano. Las hembras ponen entre 150.000-200.000 huevos/Kg de
animal, en una puesta fraccionada que suele ser fecundada por más de un macho, Esta
especie requiere elevadas temperaturas para su reproducción (20 0C mínimo), por lo que la
época de la freza tiene lugar en España a partir de Mayo o Junio (Huet, 1983).
2. DISTRIBUCIÓN GEOGRAFíCA Y CULTIVO
Según indican Lucowicz y Proske (1979>, la tenca está ampliamente distribuida por
Europa y Siberia Occidental, Además, ha sido introducida en Africa, Australia, Sureste de
Asia y Norteamérica, donde parece estar adaptandose bien a las nuevas condiciones
ambientales.
Esta especie es frecuente en lagos y charcas del centro y sur de España, encontrándose
en diversas localidades de las Comunidades de Extremadura, Castilla-La Mancha, Castilla-
I.~eón, Aragón, Navarra e incluso, Cataluña.
El interés económico de la tenca como especie de consumo humano ha aumentado
progresivamente en las últimas décadas, si bien su cultivo intensivo sólo se realiza en
determinados paises centroeuropeos. En nuestro país, esta especie está cobrando gran
importancia en las Comunidades antes mencionadas. Por otra parte, el cultivo extensivo de
tenca, practicado tradicionalmente en charcas y lagunas, se ha incrementado con otro tipo de
cultivos más racionales e intensivos en los que hay un control de la alimentación,
reproducción, etc. (Campo et a],, 1991).
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3. ICTIOGENÉTICA: PROBLEMÁTICA ACTUAL
El abusivo aprovechamiento de los recursos naturales pesqueros, la contaminación, las
alteraciones de los sistemas fluviales, etc.; están dando lugar a que muchas especies
desaparezcan o presenten una drástica reducción de su diversidad genética.
Este abusivo aprovechamiento de los recursos pesqueros naturales, junto con el gran
crecimiento de la población mundial y la escasez de alimentos baratos y ricos en proteinas,
ha sido la causa de un gran desarrollo de la acuicultura en las últimas décadas (Claver,
1983).
Hasta ahora, los esfuerzos de mejora en acuicultura se han centrado en aspectos fisicos
de los cultivos, tales como la construcción de tanques, alimentación, temperatura y salinidad
óptimas, disponibilidad de oxígeno, corrientes de agua, etc. Sin embargo, en la actualidad, la
atención se centra en aspectos biológicos fundamentales que posibiliten una posterior mejora
del cultivo, basada en aspectos genéticos del mismo. El conocer las bases cromosómicas de
la determinación sexual, la variabilidad bioquímica, etc., puede contribuir a determinar las
posibilidades de mejora de los cultivos (Wilkins, 1981; Pérez, 1987).
La FAO. (1984) elaboró un informe en el cual señaló la necesidad de conservar los
recursos genéticos de los peces, especialmente en lo relativo a la “sobreexplotación de las
poblaciones naturales, a los efectos de las alteraciones a gran escala de los sistemas fluviales
y a la domesticación de las especies a través de la acuicultura”.
Estos recursos genéticos, cuya base es la variabilidad genética, se generan en primera
instancia por mutación y, posteriormente, son transformados por distintos fenómenos tales
como la selección natural, migración, deriva genética, endogamia, etc.
La aplicación de la Genética a la producción de organismos acuáticos cultivables
puede originar un progreso similar al obtenido en mamíferos y aves domésticos. Dado que
los organismos acuáticos están todavía sin domesticar y que se sabe relativamente poco
sobre su constitución genética básica, se espera que los estudios genéticos cíue se realicen
5
den óptimos rendimientos cuando los resultados obtenidos se apliquen a la mejora de peces
(Pérez, l.cj. Dentro de este enfoque, un primer paso seria la determinación del nivel de
variabilidad genética presente en las poblaciones naturales (Wilkins, 1981).
La adaptación de las poblaciones naturales al medio ambiente en que viven se deriva
de una combinación de muchos caracteres heredables, que se ha desarrollado durante mucho
tiempo a través de un conjunto complejo de procesos selectivos naturales. La variabilidad
genética que existe entre y dentro de las poblaciones constituye la fUente genética que
capacita a las especies a sobrevivir y adaptarse a los cambios ambientales (Phillip et al.,
1986). La importancia de la variabilidad genética se detecta en muchas situaciones como,
por ejemplo, es el hecho de que poblaciones con un alto grado de variabilidad genética
tengan mayor capacidad de respuesta a las variaciones ambientales tales como cambios
térmicos, osmóticos, o bien agentes patógenos (Allendorf y Leary, 1986). Ciertos trabajos
muestran la especificidad adaptativa de las poblaciones piscícolas (Raleigh, 1971; Raleigh y
Chapman, 1971; lhssen y Tait, 1974). En ellos se llega a la conclusión de que, en los
programas de producción que buscan la mayor productividad de las pisicifactorias, se debe
tener en cuenta la procedencia de la población y las características del agua de donde se va a
tomar dicha población (Phillip et al., 1986).
Además, la introducción en aguas naturales de razas genéticas de peces no adaptados a
ese ambiente, podría ser una amenaza genética irreversible para las poblaciones naturales
propias de dichas aguas (Phillip et al., l.c.).
Por lo tanto, para conseguir una mejor producción piscícola y defender el patrimonio
natural, hay dos problemas básicos: uno de ellos es conservar la variabilidad genética
existente en las poblaciones naturales y el otro, conocer la estructura de las diferentes
poblaciones para así determinar los “stocks” que interesa explotar y preservar, definiendo
“stock” como ‘grupo intraespecífico de individuos que se aparean al azar, con integridad
espacial y temporal” (Ihssen et al., 1981).
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3.1 Conservación de la variabilidad genética
La conservación de las poblaciones piscicolas, tanto de las amenazadas por el peligro
de extinción como de las que no lo están, debería ser compatible con los siguientes objetivos
de preservación (SouLé, 1980):
1,-Mantener la población viable a corto plazo (es decir, evitar su extinción).
2,-Conservar la capacidad de los peces para adaptarse a los posibles cambios
ambientales y en consecuencia poder evolucionar.
Evitar la extinción es, lógicamente, el objetivo primario, pero esto no es suficiente.
Los programas de conservación deben buscar el mantenimiento de la capacidad de los peces
para adaptarse a los cambios ambientales (últimamente más frecuentes debido a la acción
humana). El problema central de la conservación genética es que la pérdida de la variación
genética puede llevar aparejada una disminución de la flexibilidad evolutiva (Meife, 1986).
El cultivo de peces puede jugar un papel importante en la conservación y rehabilitación
de las poblaciones piscicolas en explotación o en peligro de extinción (Gile y Ferguson,
1990). Para una correcta conservación de estas poblaciones, los programas establecidos para
conseguirlo deben tener como objetivo prioritario la preservación de la variación genética
(Frankel y Soulé, 1981; N4efl’e, 1986; Allendorf y Ryman, 1987; Nelson y Soulé, 1987), sin
olvidar que cuando se habla de la protección de las características genéticas asociadas, se
hace referencia a los genes específicos, a las combinaciones génicas y a los conjuntos de
poblaciones genéticamente diferenciadas (Altukhov, 1981; Frankel, 1983).
Por otro lado, el cultivo de peces puede ser una amenaza para la preservación de esta
variación genética si no se realiza un control adecuado de los mismos. De hecho, una crítica
que actualmente se hace a la gestión que realizan los piscicultores es la pérdida del sustrato
necesario para la innovación de cultivos de peces y de programas de determinación o
constitución de “stocks” (Phillip et al., 1986).
Tanto la FAO. (1984) como numerosos autores (Meife, 1986; Davidson et al., 1989)
señalan que la pérdida de variación genética por cualquier causa (selección prolongada,
endogamia, etc.) daría lugar a la pérdida de la capacidad de adaptación de la población, así
como de su riqueza potencial para obtener una mejor explotación de sus recursos a través de
la selección artificial.
La variación genética estimada por heterocigosidad para genes enziniáticos se ha
correlacionado en algunos trabajos con ciertos componentes de la eficacia biológica (Mitton
y Grant, 1984; Allendorf y Leary, 1986; Zouros y Foltz, 1987). La baja heterocigosidad
enzimática ha sido asociada a efectos deletéreos en piscifactorías (Leary et al,, 1985).
Además, ciertos estudios de consanguinidad en peces parecen indicar que la pérdida de
variabilidad genética puede estar asociada a una disminución de la supervivencia, del
crecimiento, de la eficacia en la conversion del alimento y a un aumento en las desviaciones
morfológicas (Kincaid, 1983; Leary et al., 1985).
Recientemente, algunos autores han señalado el efecto de la reducción de la
variabilidad genética en poblaciones criadas de mamíferos (Ralís y Ballou, 1983; O’Brien et
al. 1985) y peces (Allendorf y Phelps, 1980; Ryman y Stabl, 1980; Cross y King, 1983;
Leary el al., 1985). U no de los factores más importantes que influyen en la cantidad de
variabilidad genética y en la estabilidad de las frecuencias genotipicas en las poblaciones
cultivadas es el tamaño efectivo de la población. Poblaciones con tamaños efectivos
pequeños presentan, normalmente, una elevada tasa de consanguinidad. Esta tasa iría
asociada a una mayor manifestación de los efectos de los genes deletéreos (Gile y Ferguson,
1990).
El mantener un tamaño efectivo adecuado es uno de los principales problemas
genéticos con los que se encuentra la acuicultura ya que, normalmente, dada la elevada
capacidad reproductiva de los peces, se utiliza un bajo número de reproductores (Gile y
Ferguson, l.c.).
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Todo lo mencionado anteriormente apoya a Winans (1989), quien señala que es
importante saber la cantidad de variación genética presente en las poblaciones piscícolas
para poder diseñar un apropiado programa de conservación y producción piscícola.
3.2 Identificación y ureservación de “stocks
”
Durante la última década se han realizado un gran número de trabajos con marcadores
genéticos para poder estimar a partir de ellos las relaciones genéticas existentes entre
diferentes grupos de peces: poblaciones, subespecies, especies, etc. El interés de estos
trabajos se centra en la identificación de “stocks”, entendidos éstos como grupos
intraespecificos con características genéticas comunes, y en la constitución de otros nuevos a
partir de poblaciones naturales y cultivadas (Hallermann y Beckmann, 1988; Kapuscinski y
Philipp, 1988).
Para los empresarios del campo de la acuicultura es vital determinar si los “stocks” que
están siendo explotados en una piscifactoría son tales, o si, por e] contrario, comprenden
miembros de más de una población genéticamente diferenciada (Larkin, 1 972; Mc. Lean y
Evans, 1981, (iranÍ y Utter, 1984).
Esto es especialmente problemático si las poblaciones difieren en características tales
como crecimiento y maduración, ya que los sistemas de cultivo de estas poblaciones de
peces se establecen en función de sus características vitales (Crozier, 1987).
Es tan importante el mantenimiento de la cantidad de variabilidad genética
intrapoblacional como de la diversidad genética interpoblacional, la cual se ve
frecuentemente amenazada como consecuencia de una gestión de protección errónea.
En numerosos casos, la protección de las especies piscícolas consiste en la
propagación artificial de las mismas, seguida de una liberación masiva de alevines en las
aguas naturales La destrucción de las zonas de desove, causada principalmente por la
construccion de plantas hidroeléctricas, la contaminación y la pesca masiva, han obligado a
desarrollar programas de cria cuyo objetivo es minimizar el peligro o la amenaza ecológica y
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económica originada por la drástica reducción numérica o completa erradicación de
poblaciones piscícolas. Esto hace necesario proyectar programas de liberación de alevines de
piscifactorías, pero con un control adecuado de los mismos (Moav et al., 1978)
Frecuentemente, un “stock” cultivado es el único remanente que existe de una
población cuyas bases ecológicas para la supervivencia han sido amenazadas. En estos casos,
una piscifactoría funciona como un banco de genes, conservando y multiplicando recursos
biológicos únicos. Esto es de fUndamental importancia para prevenir en los programas de
mejora el peligro inadvertido de la pérdida de acervos genéticos (Ryman y Stahl, 1981>.
Al pasar de la reproducción natural a la propagación artificial existe e] Jiesgo de que
aparezcan ciertos cambios genéticos, ya que las presiones de selección no son las mismas en
el medio natural que en el ambiente altamente protegido de la piscifactoria. Además, la gran
capacidad reproductiva de muchos peces, que potencialmente producen un gran número de
descendientes por parental, puede dar lugar a que se produzca un cierto deterioro como
consecuencia de la existencia de consanguinidad (Ryman y Stahl, j.c.).
Por otra parte, el continuo establecimiento de “stocks” de cultivo a partir de
poblaciones naturales y cultivadas, da lugar, en muchos casos, a “stocks” bastante diferentes
de las poblaciones originales. En consecuencia, la resiembra de estas poblaciones cultivadas
en áreas de reproducción natural; por ejemplo, para pesca recreativa, afecta a la diversidad
genética de las poblaciones nativas (Berg y Galí, 1988)
Estos problemas han sido reconocidos y discutidos por varios autores como Ryman
(1970), Kincaid (1976a, b) y Allendorfy Utter (1979). Sin embargo, se han aportado pocos
datos que describan el grado de diferenciación genética en la mayoría de las poblaciones de
peces (Reisenbichler y Phelps, 1989) o entre poblaciones cultivadas y naturales (Ryman y
Stahl, 198?). Berg y CalI (1988) señalan que en la situación actual “es prioritario obtener
una apreciación de la distribución de la variabilidad genética dentro y entre poblaciones para
1 ci
asegurar una conservación efectiva, una productividad continuada y una fUtura diversidad de
la acuicultura”
4. ANÁLISIS DE LA VARIABILIDAD GENÉTICA
Un primer paso en la investigación a nivel genético de las especies piscícolas es la
detección de la variabilidad genética existente en las diferentes poblaciones y su
cuantificación.
La conservación de la variabilidad genética puede realizarse con éxito si se parte del
conocimiento de la estructura genética de las especies en cuestión (Allendorf y Phelps,
1981). Igualmente, el conocimiento del patrón de distribución de la variabilidad genética
entre las diferentes poblaciones de una especie puede permitir una correcta gestión de las
poblaciones de cultivo. Por ello, a lo largo de las últimas décadas se han probado distintos
métodos para analizar y cuantificar dicha variabilidad genética.
Una correcta evaluación de la variabilidad genética existente en las poblaciones debe
reunir las siguientes premisas (Lewontin, 1974):
-El número de individuos estudiados debe ser suficiente y representativo de la
población natural de la que procedan.
-El número de marcadores genéticos analizados debe ser lo suficientemente grande
como para constituir una muestra representativa del genoma.
El análisis de la variación genética puede realizarse a través de caracteres muy
diferentes como son los morfológicos, citogenéticos, bioquímicos y moleculares.
4.1 Caracteres morfológicos
Los intentos tradicionales de estimar la variabilidad genética y de discriminar
poblaciones han estado basados en el análisis comparativo de caracteres merísticos y
morfométricos (Crozier, 1987).
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Estos caracteres son de fácil medición y análisis. Sin embargo, los grupos delimitados
por tales métodos pueden no representar unidades poblacionales, ya que se desconocen las
bases genéticas de los caracteres morfológicos (Grant y Utter, 1 980). Además, una
considerable porción de la variabilidad encontrada en los caracteres morfológicos está
determinada por factores no genéticos y esto conlíeva, en muchos casos, a sobreestimar la
varianza genética, al incluir en la estima un valor de la variación exclusivamente atribuible al
ambiente (Falconer, 1960).
Por todo ello, la valoración de las relaciones evolutivas y la estimación de la cantidad y
distribución de la variación genética de las poblaciones no se puede basar sólo en el análisis
de caracteres fenotípicos tales como: tamaño corporal, coloración, número de vértebras, etc.
(Ryman y Stahl, 1981).
En muchos casos, los estudios morfológicos han ayudado a explicar la diversidad
intraespecifica (Svárdson, 1979), pero la mayoría de los análisis de variación fenotípica han
sido, estadisticamente hablando, inadecuados. Esta falta de datos reales ha llevado a errar, a
menudo, en la identificación de poblaciones, subespecies, etc., y a sobreenfatizar el control
genético de caracteres morfológicos que están influidos por el ambiente (Ryman y Stahl,
1981). Por lo tanto, como señalan Messiah y Tibbo (1971), para poder diferenciar con
seguridad unidades poblacionales intraespecíficas se requiere una demostración a nivel
genético.
4.2 Caracteres citogemiéticos
Existen pocos estudios cariotipicos poblacionales cuyo objetivo sea estimar la
variabilidad genética, a este nivel, entre poblaciones de especies piscícolas. La mayoria de
los estudios citogenéticos se han centrado en la posible existencia de polimorfismos intra e
interindividuales, sobre todo en lo referente al número de cromosomas y número de brazos
cromosómicos, buscando un posible origen tetraploide y su posterior proceso de
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diploidización (fenómeno frecuente en salmónidos y ciprinidos) (Zenzes y Voiculescu, 1975;
Hartley y Horne, 1984, Martínez et al., 1991).
Hasta la fecha hay muy pocos estudios acerca de las diferencias cariotípicas entre
formas ecológicas y geográficas, quizás principalmente debido a que los cariotipos obtenidos
y los tamaños muestrales de estos estudios no permitían un análisis preciso de la variación
encontrada (Martínez et al., 1991). Aun así, se han detectado polimorfismos cromosómicos
importantes en poblaciones de salmónidos (Hartley y Horne, 1984; Hartley, 1987) y gobios
(‘Ehode cÉ al., 1985a, Giles et al., 1985) que señalan la posible utilidad de los estudios
citogenéticos en la diferenciación de poblaciones y morfos.
El heteromorfismo intra e interespecífico para las regiones organizadora.s nucleolares
(NORs) ha sido documentado en varios grupos de peces. La mayoría de estas variaciones se
refieren al número absoluto de NORs por genoma, a su localización cromosómica, tamaño
relativo y número de NORs activos por célula (GoId, 1984; Amemiya y GoId, 1988, 1990a,
b). Estos autores han puesto de manifiesto la utilidad de esta región cromosómica en
estudios taxonómicos.
4.3 Caracteres bioquímicos
Una herramienta poderosa en los estudios de identificación poblacional es el análisis de
la variación genética basado en el estudio de isoenzimas o proteínas por electroforesís
(Ferguson, 1989). Los datos electroforéticos permiten realizar estimas detalladas de
variabilidad genética intra e interpoblacional, asi como calcular indices de similaridad
genética (Wright, 1969; Nei, 1972).
Según Market y Móller (1959), las “isoenzimas” son distintas formas moleculares de
una misma enzima, que presentan especificidad por el mismo sustrato y se observan en el
mismo individuo,
En general, las enzimas y proteínas son productos de genes individuales, aunque
algunas sean el resultado de polipéptidos codificados por dos o más genes. El hecho de que
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la información genética codificada en una secuencia de nucleótidos (gen estructural) se
traduzca a la secuencia de aminoácidos que constituye la cadena polipeptídica
correspondiente, implica que la variación en la secuencia de aminoácidos de una proteína
conlíeva una variación alélica en el gen o los genes que codifican para ella.
La técnica de electroforesis permite detectar distintas isoenzimas y por tanto, variantes
alélicas del mismo locus o de diferentes loci. No todas las variantes aléjicas son detectadas
por electroforesis. Generalmente, sólo las sustituciones que alteren la carga neta de la
proteína cambiarán su movilidad electroforética. Si se considera la flexibilidad del código
genético y las propiedades eléctricas de los aminoácidos se calcula que sólo un tercio de
todos los cambios aminoacídicos son detectables por electroforesis (Lewontin, 1974).
A pesar del inconveniente de no detectarse todas las variantes isoenzimáticas por esta
técnica, las isoenzimas presentan notables ventajas para estudiar la variabilidad genética,
como pueden ser:
-La expresión de los alelos que las controlan suele ser codominante y sin efectos
epistáticos. Como excepción podemos citar el que algunos cambios en el ADN llevan
consigo la supresión o interrupción de la transcripción o traducción de modo que ocasionan
la aparición de un alelo nulo o amorfo (recesivo) no detectable en heterocigosis.
- La expresión de los alelos no está, en general, sujeta a variaciones debidas al
ambiente.
-La movilidad electroforética de las proteinas enzimáticas es un fenómeno repetitivo
que proporciona diferencias claras y discretas entre genotipos.
La variación proteica, al estar libre de efectos ambientales, ha aportado una gran ayuda
a la determinación de la estructura poblacional en muchas especies de peces tales como el
salmón atlántico, d~a iv (Stahl, 1983), arenque atlántico, ¿~a k~ (Kornfield et
al., 1982), bacalao, 144 tft14jÁJ. (Cross y Payne, 1978) y merluza europea,
(Manglay y Jamieson, 1979).
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A pesar de ser técnicas que proporcionan datos para caracterizar genéticamente las
poblaciones de la misma especie, se hallan limitadas al número de tinciones histoquimicas
conocidas. Además, el análisis con marcadores enzimáticos no detecta aquellas
modificaciones nucleotídicas producidas en regiones no codificadoras del genoma.
4.4 Caracteres moleculares
Varios motivos avalan que el nivel de estudio ideal para cuantificar la variación
genética sea la molécula de ADN (Bartlett y Davidson, 1991):
- El ADN es el mismo en todos los tipos celulares de un organismo mientras que, por
ejemplo, las proteínas pueden presentar variación tisular.
- El ADN es considerablemente estable y la cantidad de información aportable para el
análisis decrece del nivel de ADN al de proteínas.
- En el A[)N es donde se produce la auténtica variación genética.
En la última década, el desarrollo de técnicas para la manipulación de fragmentos
específicos de ADN ha permitido el descubrimento de un gran número de marcadores,
virtualmente ilimitados, basados en los polimorfismos para secuencias o fragmentos de ADN
(Hallerman y Bekcmann, 1988), con la ventaja adicional de estudiar directamente el material
hereditario y no una manifestación fenotipica del mismo. Dentro de estas técnicas podríamos
señalar el análisis de polimorfismos para las longitudes de fragmentos de restricción
(RFLPs>, bien de ADN genóniico o de ADN mitocondria), y otra técnica de reciente
aparición llamada PCR (reacción en cadena de la polimerasa).
a) Polimorfismos para fragmentos de restricción (RFLPs)
El análisis de variabilidad genética en poblaciones mediante la técnica de análisis de
RFLPs es, en la actualidad, uno de los estudios más desarrollados para la estima de la
variación genética poblacional.
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El análisis de los RFLPs genómicos presenta, aparte de las ventajas ya mencionadas de
no estar afectados por factores ambientales, el hecho de que virtualmente es analizable todo
el genoma, con sus regiones codificadoras y no codificadoras.
Sin embargo, también presenta inconvenientes, como es lo largo y costoso del
proceso, ya que aparte de la extracción del ADN, éste tiene que ser digerido con
endonucleasas de restricción, separado en geles de agarosa, desnaturalizado, transferido a
membranas y posteriormente hibridado con sondas radiactivas. Por otro lado, la cantidad de
genes donados para ser utilizados como sondas de hibridación, de momento, es muy
limitada en todas las especies y más aun en las piscícolas (Hallerman y Beckman, 1988)
El estudio de RFLPs en el ADN mitocondrial (ADNmt) constituye actualmente la
técnica principal para analizar relaciones filogenéticas en varios grupos de peces (Lansman et
al., 1981; Avise y Lansman, 1983) debido a que la rápida tasa de evolución de este tipo de
ADN permite detectar fácilmente diferencias entre grupos filogenéticamente muy próximos,
o incluso entre poblaciones de una especie. Además, esta molécula presenta herencia
materna (no existe recombinación) y, aparentemente, la mayoría de los cambios que se
producen en la molécula son evolutivamente neutros (Bematchez y Dodson, 1990). Entre
los inconvenientes de esta técnica podemos citar el dificil aislamiento del ADN mitocondrial
así como, en algunos casos, el requerimiento de ejemplares de un tamaño superior a aquellos
cuya captura es posible.
b) Reacción en cadena de la polimerasa
La técnica de la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) constituye un importante
paso en Biología Molecular (Mullís et al., 1986). Esta técnica, basada en la síntesis
enzimática de secuencias de ADN comprendidas entre unos oligonucleótidos que actúan
como cebadores, permite amplificar el número de copias de dichas secuencias hasta un nivel
visualizable en electroforesis, sin necesidad del empleo de marcadores radiactivos. Es un
proceso simple en el que el ADN genómico se desnaturaliza (90-95 0C) y se une a un par de
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oligonucleótidos especificos (renaturalización) que suministran extremos 3’•-OH a una
polimerasa termoestable capaz de replicar el segmento de ADN comprendido entre las
secuencias diana de los oligonucleátidos. (Saiki, 1989) (Fig. 3).
Esta técnica ha abierto nuevas perspectivas en los estudios poblacionales pues permite
amplificar genes, tanto nucleares como mitocondriales, y facilitar así su posterior
comparación y secuenciación (Kocher y White, 1989).
Un inconveniente de la técnica es, al igual que en el caso de RFLPs genómicos, el que
hay un bajo número de genes secuenciados que permitan diseñar oligonucleótidos utilizables
como cebadores para amplificar dichas secuencias.
Este problema ha sido solventado parcialmente por Williams et al. (1990), quienes han
introducido una variación en la técnica consistente en la amplificación del ADN genómico a
partir de oligonucleótidos de secuencia arbitraria que permiten amplificar regiones de ADN
al azar. Por ello, a esta técnica modificada se le denomina RAPDs (Random Amplified
Polymorphic DNA).
Fin esta última técnica, el hecho de que los cebadores utilizados sean cortos y que las
condiciones de anillamiento sean relajadas (Williams et al., l.c.) permite la amplificación de
un mayor número de segmentos de ADN y, por tanto, la probabilidad de detectar
polimorfismos genéticos aumenta considerablemente.
La técnica de la PCR, independientemente del tipo de oligonucleótido cebador que se
emplee, permite además estudiar un gran número de individuos en poco tiempo, reduciendo
considerablemente con respecto a los RiFLPs la complejidad y el coste del proceso. Sin
embargo, presenta el inconveniente de que los fragmentos amplificados se comportan como
dominantes.
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Figura 3: Representación esquemática del proceso de amplificación de un fra~enLo de ADN.
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A pesar de todo lo dicho anteriormente respecto a la importancia del estudio de la
variabilidad genética existente en las poblaciones piscícolas y de su conservación, apenas se
dispone de datos genéticos referentes a la tenca, los cuales están además restringidos
exclusivamente al nivel citogenético (Hafez et al., 1 978a,b; 1-lafez et al., 1979; Mayr et al.,
1986).
Dado el auge actual del cultivo de la tenca en España y el desconocimiento absoluto
que se tiene acerca de la estructura genética de las poblaciones españolas, consideramos la
necesidad de iniciar un estudio genético de las poblaciones autóctonas de tenca a nivel
citogenético, bioquímico y molecular.
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OBJETIVOS
Los objetivos propuestos en este trabajo son:
- Estudio de la variabilidad genética existente en varias poblaciones españolas de
tenca a nivel:
a) Citogenético: Obtención del cariotipo. Análisis de los patrones de bandeo C y
fluorescencia con cromomicina A3 y de las regiones organizadoras nucleolares (NORs).
b) Bioquímico: Estudio del control genético, estructura cuaternaria y especificidad
tisular de varios sistemas enzimáticos.
c) Molecular: A nivel de ADN, mediante técnicas de amplificación por la reacción en
cadena de la polimerasa (PCR), empleando cebadores específicos (PCR propiamente dicha)
y oligonucleótidos de secuencia al azar (RAPDs).
2.- Estima de las distancias genéticas entre las diferentes poblaciones estudiadas y
establecimiento de sus correspondientes dendrogramas a partir de los datos obtenidos con




Los peces analizados en este trabajo Rieron recolectados en siete poblaciones de tenca,
cuya localización geográfica aparece representada en la Figura 4:
- “Embalse de Ci.truénigo” (NC) (Navarra).
- Charca de “Las Bárdenas Reales” (NB) (Navarra)
- “Laguna deJ Crisie” (CR) (Salamanca) (Fig. 5).
- Charca de ‘Oropesa” (ORO) (Toledo).
- Charca de “La Generala’ (GRL) (Cáceres).
- Piscifactoría Vega del Guadiana” (VG) (Badajoz).
- Charcas del Centrq de Investigaciones Agropecuarias “Dehesón del Encinar” (DEH)
(Toledo) (Fig 5).
Figura 4 Localización geográfica de las diferentes poblaciones muestreadas.
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En la Tabla 1 aparecen las diferentes poblaciones analizadas junto con la fecha de
captura y el número de individuos estudiados por población para los caracteres
citogenéticos, bioquimicos y moleculares.
Los individuos analizados a nivel bioquímico son los mismos que los empleados para
los estudios moleculares. Los estudios citogenéticos se realizaron con otros peces que
frieron mantenidos vivos en acuarios hasta el momento de ser analizados.
Tabla l~ Individuos analizados para el estudio de los diferentes caracteres.
Población Fecha de captura
Caracteres






NC Agosl.o 1991 15 -- 33 14 32
NB Agosto 991 ¡2 -- 22 -- --





-- 107 14 32
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*Bioquinlicos: Caracterización enzimas: número de individuos estudiados para la determinación del control
genético y estructura cuaternaria dc las enzimas. Análisis poblacional: número de individuos utilizados cn
los estudios dc poliniorfisnio.
NG: “EínbaJse de (iitménigo”. NR: “Las Bárdenas Reales”. ORO: “Oropesa”, CR: “Laguna del Cristo”,
GRL: “La Generala” yO: “Vega del Guadiana”, DEH: “Dehesón del Encinar
Las placas metafásicas mitóticas se obtuvieron a partir de riñón. Además, en el caso de
la población de Salamanca recogida en 1989, se obtuvieron placas metafásicas meióticas a
partir de las gónadas masculinas.
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Para la interpretación del control genético, la estructura cuaternaria y la especificidad
tisular de los diferentes sistemas isoenzimáticos estudiados, se han analizado hasta ocho
tejidos u órganos diferentes: ojo, músculo, hígado, riñón, bazo, corazón, cerebro y gónada.
Para el análisis de la variabilidad genética poblacional sólo se estudiaron el hígado y el
corazón, por ser los dos órganos que presentaban actividad para un mayor número de loci.
La técnica de la PCR, ya sea con oligonucleótidos de secuencia al azar (RAPDs) como
con cebadores procedentes de genes concretos (PCR), se ha realizado con AI)N genómico
obtenido a partir de músculo dorsal, en cantidades que oscilan entre 0,5 y 3 g de músculo,
manteniéndose este tejido a -80 0C hasta el momento de la extracción del AiDN. Una vez
realizada dicha extracción, el ADN se conservó disuelto a -4 0C y precipitado a -20 0C.
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11] MÉTODOS
1. MÉTODOS PARA EL ESTUDIO DE CARACTERES CITOGENÉTICOS
Las placas metafásicas mitóticas y meióticas se obtuvieron a partir de riñón y testiculo
respectivamente, según el método descrito por Alvarez et al. (1980).
Los individuos, que habían permanecido en acuarios desde el momento de su captura,
fUeron inyectados intraperitonealmente con una solución de colchicina al 0,0075% en una
proporción de 1 ,4cc/lOOg de peso del animal, 2 horas antes de la disección, La
homogeneización del tejido se realizó con una solución hipotónica de KCI 0,083M.
Una vez obtenidas las placas metafásicas mitóticas se realizaron diferentes
tratamientos:
a) Tinción convencional: Para el estudio del cariotipo se realizó una tinción
convencional con Giemsa al 10% (Alvarez et al., 1980). Las placas metafásicas rneióticas se
tiñeron de la misma forma.
b) Bandeo C: Con el objeto de obtener el patrón de bandeo C, se aplicó la técnica de
tinción para heterocromatina constitutiva descrita por Giráldez y Orellana (1979).
c) Tinción con nitrato de plata: Las placas metafásicas mitóticas frieron teñidas con
nitrato de plata según el método de Thode et al. (1983a), para caracterizar las regiones
organizadoras nucleolares.
d) Tinción con cromomicina A3: Esta tinción de fluorescencia se realizó según la
técnica de Schweizer (1 98 1), para caracterizar regiones ricas en pares G-C.
Para la determinación del número diploide de la especie se han contado como mínimo
diez placas metafásicas por individuo (Tabla 1). En el cariotipo, los cromosomas se han
clasificado inicialmente en fUnción de su morfología y después se han ordenado de mayor a
menor.
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La morfologia cromosómica se estableció según la clasificación de Levan et al. (1964),
por la que los cromosomas se clasifican, atendiendo a los valores resultantes de dividir la
longitud del brazo largo por la del corto, en:
-Cromosomas metacéntricos: Aquellos en los que la relación entre el brazo largo y el corto
no es superior a 1,7.
-Cromosomas submetacéntricos: Aquellos cuya relación está comprendida entre 1,7 y 3.
-Cromosomas acrocéntricos: Aquellos en los que la relación entre brazos es mayor de 3.
Para la determinación de la relación entre brazos y las longitudes cromosómicas en las
diferentes poblaciones, se ha medido la longitud y los brazos de todos los pares
cromosómicos en al menos cinco metafases por individuo y en cinco individuos por
población. Las medias poblacionales se han comparado entre sí por medio de una t de
Student.
2. MÉTODOS PARA EL ESTUDIO DE CARACTERES BJOOUIMICOS
2.1. Preparación de los extractos tisulares
Los diferentes materiales empleados para el estudio electroforético (ojo, músculo,
hígado, riñón, bazo, corazón, cerebro y gónada), son diseccionados y almacenados a -80 0C
hasta el momento en que se va a realizar la electroforesis. Las muestras descongeladas se
homogeneizan con la solución tampón Tris-CIH 0, 1 M pH 7 mediante un rotor del tipo
Ultraturrax T-25 . El extracto obtenido se absorbe con un papel Whatman 3MM.
2.2. Electroforesis
Para el análisis de los distintos sistemas isoenzimáticos se ha empleado la técnica de
electroforesis horizontal discontinua a voltaje constante, en geles de almidón al 10%
(Piguciras et al., 1985). Se han utilizado tres sistemas tampón diferentes: Poulik, Histidina y
Ridway, cuya composición se describe a continuación:
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- Tampón Poulik (Poulik, 1957): Tampón del gel: 0,0 1SM Tris; 0,0035M Ácido Cítrico, pH
7,75. Tampón de los electrodos: 0,1M Hidróxido Sódico, 0,3M Ácido Bórico, pH 8,6.
-Tampón Histidina (Brewer y Sing, 1970): Tampón del gel: 0,OOSM L-Histidina HCI, pH
7,0 con Hidróxido Sódico IN. Tampón de los electrodos: 0,135M Tris; 0,043M Acido
Cítrico pH 7,0
-Tampón Rídgway (Ridgway et al., 1970): Tampón del gel: 0,03M Tris; 0,005M Acido
Cítrico, pH 8,5. Tampón de los electrodos: 0,06M Hidróxido de Litio; 0,3M Ácido Bórico,
pl-] 8,1. Los geles se preparan con un 99% del tampón para el gel y un 1% del tampón para
los electrodos.
Para los sistemas Poulik y Ridway, la electroforesis se realizó a un voltaje constante de
250 V durante 3 horas, mientras que para el sistema Histidina se hizo a 150 V durante 5
horas. La temperatura fue de 4 0C en todos los casos.
2.3. Sistemas enzimát¡cos
Las enzimas analizadas se indican en la Tabla 2, en la que también aparece su
abreviatura y código internacional, así como las referencias correspondientes a los sistemas
de tinción histoquimicos utilizados,
La nomenclatura enzimática seguida en este trabajo es la propuesta por Allendorf y
Utter (1979), pero basada en las recomendaciones de Shaklee et al. (1989, 1990a). Una
abreviatura en mayúsculas designa las distintas enzimas y, en minúsculas, salvo la primera
letra, representa el gen o locus que codifica para la proteína. En el caso de foímas múltiples
de la misma enzima se añade un número, de tal forma que a la de menor migración anódica
se le asigna un 1, a la siguiente un 2 y así sucesivamente. Las variantes alélicas se designan
de acuerdo con la movilidad electroforética relativa. A un alelo, generalmente el más común,
se le denomina arbitrariamente 100. En el caso de que la movilidad sea hacia el cátodo se
indica con un signo menos. Esta unidad representa la distancia de migración de la isoenzima
codificada por este alelo desde el punto donde se realizó la inserción. Al resto de los alelos
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se les asigna un valor numérico que representa su movilidad relativa con respecto a esta
unidad de distancia.




Aconitasa ACO 4.2.1.3 l-larrisy Hopkinson (1977>
Fosfatasas ácidas ACPH 3.1.3.2 Sbawy Koen (¡968)
Alcohol deshidrogenasa ADH 1,1.1.1 Brewcry Sing (1970)
Aspartatoaminotransferasa AAT 2.6.1.1 Selandcret al, (1971)
Esterasas EST 3.1.1, Shaw y Kocn (1968)
(L-GlicCrofosfato deshidrogenasa a-GPDH 1.1.1.8 Brcwer y Sing (¡970)
3-Ilidroxihut¡rato deshídrogenasa HBDH 1.1.1.30 Brewer y Sing (1970)
Isocitrato deshidrogenasa IDH 1.1.1.42 Brewery Sing (¡970)
L-Lactato deshidrogenasa LDH 1.1.1.27 Brewery Sing (¡970)
Malato deshidrogenasa MOH ¡.1.1.37 Brewcry Sing (1970)
Enzima málico ME 1.1.1.40 Brewery Sing(1970)
Peroxídasas PER 1.11.1.7 Brewery Sing (1970)
6-Fosfogluconato deshidrogenasa PGD 1.1.1.44 Brcwcry Sing (1970)
Fosfoglusoa isomerasa PGI 5,3.1.9 Brewcry Sing (1970)
Fosfoglucosa mutasa PGM 5.4.2.2 Erewer y Sing (1970)
Superóx¡do dismutasa SOD 1.15.1.1 Brewery Sing (1970)
* Los códigos dc enzimas siguen las recomendaciones de IUBNC (¡984>.
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3. MÉTODOS PARA EL ESTUDIO DE CARACTERES MOLECULARES
3.1. Aislamiento del ADN 2enom¡co
La obtención del ADN genómico se realizó según el método descrito por Dellaporta et
al, (1983) con modificaciones.
El tejido muscular se homogeneiza en tampón de extracción (Tris-CIH 1 OOmM, pH 8;
EDTA SOmM, pH 8 y NaCí 500mM) con un rotor del tipo Ultraturrax T-25. Tras un
tratamiento con SDS 20% a 65 0C se añade Acetato Potásico SM incubando a O 0C. Tras
centrifUgar a 25.000 xg, el ADN se purifica con Alcohol Isopropilico durante toda una
noche a -20 0C. Se precipita el ADN a 20.000 xg para eliminar el sobrenadante. El ADN
sedimentado se resuspende con Tris SOmM, EDTA lOmM. Se centrifliga una vez más para
eliminar las impurezas que puedan quedar y se precipita después el ADN contenido en el
sobrenadante con Acetato Sódico 3M pH 5,2 y CTAB 1% (Bromuro de Cetil Trimetil
Amonio). Se eliminan las sales del ADN lavando con Etanol 70% y posteriormente se
resuspende con TE 10:1 pH 8 (Tris lOmM, EDTA lmM). Esta solución se precipita con
Acetato Sódico 3M y dos volúmenes de Etanol absoluto, manteniendose a -20 0C.
Para la determinación de la concentración de ADN se mide la densidad óptica a 260
nm de longitud de onda según el método espectrofotométrico de Sambrook et al. (1989), Se
obtuvo una estima de la pureza del ADN mediante la estima de la relación de la densidad
óptica medida a 260 y 280 nm de X.
3.2 Amplificación del ADN ~enóm¡co
Para las reacciones de polimerización en cadena se utilizó la enzima “ADN polimerasa
Replitherm Termoestable” (Epicentre Technologies).
Aunque la técnica de la reacción de polimerización en cadena (PCR), realizada tanto
con oligonucleótidos de secuencia al azar como con oligonucleótidos seleccionados a partir
de genes especificos, es básicamente la misma, nosotros la diferenciaremos como RAPDs
para el primer caso y como PCR para el segundo con el fin de simplificar la lectura de este
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trabajo. Los distintos componentes empleados en la reacción de amplificación figuran en la
Tabla 3,
Tabla 3: Composición de las mezclas de reacción de
amplificación por RAPDs y PCR
RAPDs PCR
dATP 0,40 mM 40 mM
<ITTP 0,40 mM 40 mM
dGTP 0,40 mM 40 mM
dCTP 0,40 mM 40 mM
Cebador 0,¡8M
CcbadorD - l,8M
Ccbador 1* - 1,8 M
ADN poilmerasa 0,25 U 1,25 U
~4DNmolde 25,00 ng 0.5 g
Tris-CIH pU 8,3 ¡0,00 mM 10.00 mM
MgCI2 1,50 mlvi 1,50 mM
KCI 50.00 mM 50.00 mlvi
Tween 20 0,005% 0,005%
NP-SO 0,005% 0,005%
Gelatina 0.001% 0,001%
* Cebador D y Cebador 1 son los oligonucleátidos flanqueantes
dcl segmento amplificado.
3.2.1 Amplificación mediante oligonucleátidos de secuencia al azar <RAPDs)
El método empleado es el descrito por Williams et al. (1990). La amplificación se llevó
a cabo en un aparato termociclador PHC-2 (Techne).
Para el análisis de variabilidad genética se emplearon seis oligodesoxinucleótidos
decámeros (10-A, i-B. 5-B, 13-B, 7-F y 18-F) cuyas secuencias aparecen en la Tabla 4.
Estos seis oligodesoxinucleótidos frieron seleccionados entre 50 cebadores en fUnción de la
actividad y resolución electroforética obtenida en la amplificación. Todos estos
oligonucleótidos estaban formados por el mismo número de bases.
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Los programas de amplificación utilizados frieron (Fi; 7)
-Un ciclo de 4 minutos a 94 0C
-45 ciclos que constan de tres panes cada uno:
a) Desnaturalización a 92 0C durante 1 minuto.
b) Anillamiento a 36 0C, 1 minuto
c) Polimerización a ‘72 0C, 2 minulos.
- Ciclo de terminación a 72 0C, A minutos.







15 n.12 x-6 u
3.2.2 Amplificación mediante parejas de oligonucleátidos de secuencias específicas
(PCR)
Se ha llevado a cabo un estudio de los productos de amplificación de AI)N genómico
a partir de cuatro parejas de oligonucleótidos cebadores. Debido a la ausencia de
información para la especie en estudio, los cebadores fUeron seleccionados a partir de la
secuencia de distintos genes de tmcha arcoiris (¿Jrm~ j~t½wuj,empleando el programa
OLIGO (Rychlik, 1990). Las secuencias de los oligonucleótidos utilizados, así como los
genes de los que proceden figuran en la Tabla 5.
Tabla 5. Descripción de los oligonucleótidos empleados en la PCR.
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Las reacciones de amplificación se realizaron en el termociclador DNA Thermal Cycler
480 (Perkin- Elmer Cetus). La mezcla de reacción figura en la Tabla 3 y los programas
empleados son los siguientes (Fig. 8).
-Un ciclo de 4 minutos a 94 0C.
-35 ciclos con tres partes cada uno:
a> Desnaturalización a 94 0C durante 1 minuto.
1,) Anillamiento a 45 0C, 1 minuto.
c) Polimerización a 72 0C, 2 minutos.
35
-Ciclo de terminación a 72 0C, 4 minutos.
Figura 8. Representación de los programas de amplificación por PCR
3.3 Electroforesis
La separación de los productos de amplificación se realizó por electroforesis
horizontal en gel de agarosa al 1,4% (Sambrook et al., 1989).
El sistema tampón empleado para las electroforesis es TAE (Tris-Acetato 0,04M,
EDTA O.OOIM) Las condiciones de electroforesis son de 3-4 V/cm (medido como la
distancia entre los electrodos) durante 2-3 horas. La detección de los productos de
amplificación se hizo por tinción con Bromuro de Lidio.
Los geles se fotografiaron con una cámara Polaroid DS-34 y pelicula Polaroid 667.
El tamaño de los fragmentos separados por electroforesis se calculó con el programa
GEL, que compara los fragmentos de tamaño desconocido con la migración y tamaño de un
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ADN de alto peso molecular, que en nuestro caso es el ADN del bacteriófago L, tratado con
la endonucleasa de restricción l-lindIII.
4. ANÁLISIS ESTADÍSTICO
4.1 Estima de las frecuencias genotípicas y ~énicas. Ligamiento al sexo
.
En aquellos casos en los que se observaron polimorfismos cromosómicos se han
analizado las frecuencias de los distintos cariomorfos.
En los caracteres bioquímicos, las frecuencias génicas y genotípicas se infieren
directamente a partir de las fenotipicas en aquellos casos en que los alelos son codominantes.
En el caso de loci polimórficos con dominancia completa, las frecuencias genotipicas y
génicas se estiman suponiendo la existencia de equilibrio de Hardy-Weinberg.
En el estudio de polimorfismos para fragmentos de amplificación sólo se puede
determinar Ja frecuencia de presencia o ausencia de bandas en electroforesis. Dado que se
desconoce el origen de los fragmentos amplificados, y es imposible diferenciar los individuos
heterocigotos de los homocigotos para la presencia de las bandas, el análisis de estos
polimorfismos se ha basado en la frecuencia de presencia o ausencia del fragmento.
Además, se hizo un análisis de ligamiento al sexo mediante una prueba de
independencia X2 para todos los caracteres polimórficos.
4.2 Estima de la variabilidad penética intrapoblacional: indice de polimorfismo y
beterocisosidad pellica media
Como parámetros representativos de la variabilidad genética a nivel isoenzimático en
las poblaciones, consideraremos el “indice de loci polimórficos” (P) y la “heterocigosidad
génica media” (Hm). El indice de loci polimórficos se define, en este apanado, como la
proporción estimada de loci que son variables, y viene dado por el cociente entre el número
de loci polimórficos y el número total de loci analizados. Se admite que un locus es variable
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cuando la frecuencia del alelo más común es inferior a 0,99 (criterio del 99O/~) o a 0,95
(criterio del 95%).
El índice de polimorfismo (P) se define para fragmentos de amplificación como la
proporción estimada de fragmentos que son variables. Se calcula como el cociente entre el
número de fragmentos amplificados polimórficos y el número total de fragmentos
analizados. Los criterios empleados son los mismos que para los caracteres bioquímicos.
La heterocigosidad media para caracteres isoenzimáticos se define como la proporción
de individuos heterocigotos observados por locus en el total de los loci estudiados.
Esta estima de la variabilidad genética no puede obtenerse para caracteres moleculares
dado que no es posible distinguir a los individuos heterocigotos.
4.3 Estima de la variabilidad genética ¡nterpoblac¡onal: Identidad y distancia genética
Estos parámetros se emplean para estimar el grado de diferenciación genética entre
poblaciones. La identidad genética (1) se define como la proporción de genes idénticos en





La distancia genética (D), definida por el mismo autor, se expresa como:
D= -Ln]
La estima de la diversidad genética entre poblaciones mediante el análisis de los
fragmentos de amplificación se ha determinado aplicando estos mismos indices en los que se
ha considerado la proporción de fragmentos idénticos entre las poblaciones.
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La elaboración de los dendrogramas correspondientes a los valores estimados de D,
tanto para caracteres bioquímicos como moleculares, entre las diferentes poblaciones, se
realizó según el método UPGMA (unweighted-pair group method) (Sneath y Sokal, 1973).
Los errores de los puntos de ramificación se calcularon siguiendo el método de Nei (1985).
La estimación de los valores de distancia genética así como la construcción del árbol
filogenético, se ¡~ealizó con la ayuda del programa informático NTSYS-PC (Numerical





No se han observado diferencias, ni inter ni intraindividuales, en la morfología de los
cromosomas y por lo tanto en el número fUndamental, que sugieran la existencia de
polimorfismos cromosómicos estructurales o numéricos en las poblaciones analizadas,
excepto para la región organizadora nucleolar, polimorfismo que se comentará más adelante.
Las placas melafásicas de la primera división meiótica analizadas en la población CR
mostraron 24 bivalentes. En ningún caso se observó la existencia de bivalentes heteromorfos
(Fig. 9).
Dado que no se han observado polimorfismos cromosómicos estructurales o
numéricos, asi como bivalentes heteromorfos o univalentes, no hay evidencia de que existan
heterocromosomas sexuales que se puedan identificar mediante tinción convencional.
Las medias poblacionales obtenidas para la Longitud de cada uno de los 24 pares
cromosómicos aparecen en la Tabla 6. La comparación de estas medias entre si no mostró
diferencias significativas al 99% en ningún caso, por lo que se ha empleado la media global
para ordenar los cromosomas dentro de cada uno de los grupos establecidos en el cariotipo.
Además, se ha calculado la longitud de los cromosomas en u, que está comprendida entre
2,3 y 0,8 g (Tabla 6).
Las medias poblacionales obtenidas para la relación entre las longitudes de los brazos
cromosómicos se dan en la Tabla 7. Los valores medios correspondientes a los pares
cromosómicos acrocéntricos no se calcularon, ya que la pequeña longitud del brazo corto
hace imposible su medición en numerosas ocasiones. Tampoco se observaron diferencias
significativas entre las medias poblacionales.
El hecho de haber agrupado los cromosomas por su morfologia se debe a que no se
han podido establecer grupos de cromosomas de diferente ]ongitud, ya que todos ellos
tienen entre 2,3 y 0,8 y¡. Además, este sistema de clasificación es el mismo que se ha
empleado en todos los cariotipos establecidos hasta el momento para esta especie.
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Tabla 6: Medias poblacionales de las longitudes de los 24 pares cromosómicos..
Pat
cromosómico’ UEII VG GRL CR ORO NC X Ú’)
1 6,46±0,07 6.48±0,05 6,51±0,09 6,52+0,11 6.38±0,12 6 79.0 1 ¡ 6 52+003 2.3±0,01
2 5,37±0,07 5,38±0.07 538±0,06 5,46+0,11 5,53±9,12 5,58±0,10 5,43±0.03 2,0±0.0!
3 499±0¡0 4.80±0,08 465+009 4,7340,08 474+009 4 79+0 ¡1 4,79±0,04 1,7±0,01
4 4.26±0.06 439+005 423+003 4,36+0,12 4,42±0,10 4,35±0,10 4.36±0,03 1,5±0.01
5 4.04±0.06 400+004 3 90+005 408+0.05 4,00±0,07 3 90+007 3.99±0,02 1 4+001
6 3.76-0,05 382+005 367+008 3,81+0,06 3,74±0.10 3,65±0,07 3,74±9,03 1,3±0,0!
7 3.37+0,04 3.42±0.01 3,36±0,07 3,48+0,08 3,31±0,06 3.39±0,08 3,39±0,02 ¡ 2*00!
8 3,lR±0,05 3.21±0,05 3,08±0,06 3,23.0,10 342±0,07 3,03±040 3,15j0,03 1,1±0,0!
9 582±006 5.85±0,07 5.96±0,06 5,99+0,09 5,79±0,12 5,80±0,16 5,8740,03 2 1-001
10 4,96±0,04 5,03+0,06 5,07±0,05 5,10+0,13 5,07±0,10 5,20±0,12 5064003 1,8±0,01
11 4 50>004 445±007 4,52±0,05 4,38>0,08 4,33±0,07 4,47±0.07 4,44±0,03 16+001
12 4 31+004 4,27:0,05 429*004 4,32+0,05 432+0 07 4,27±0,09 4,30~~0,02 I,5¿0.01
13 1 14+004 4,07j0,04 447+0,01 4,06~0,06 4>1+006 4.l6±0,07 4,22±0,02 ¡.5±0,02
14 3,98+0,0:3 3,9310.03 398*004 3,91>0,05 3,83±0,04 3,98±0,04 3,9210,02 ¡.4±0,01
15 3 89+003 3,88±0,04 3 89+004 3,84+0,06 3,90±0,05 3 96+006 3,89±0.02 ¡.4>0.0!
16 3,80±0.03 3 80~003 3,77±9.04 3,74±0,05 3,75±0,04 3,78±0,05 3,78+0,02 13:0.01
17 3.680,03 368+003 3,6J±0,03 3,53+0,06 363+0 07 349+004 3,61*0,02 IYO.01
18 348-004 356-005 3,51±0,04 3,37+0,07 3,45±0,07 3.38±0,06 3,50±0,02 1.2:0.01
19 320-007 3,29~0,05 3,28±0,05 3,15+0,06 323+010 3,14±0,08 3,20±9,03 3.! :0.0!
20 5.50 0.08 529±009 5,52±0,09 5,29’0,14 5.43±0,16 5,37±0.16 5,40±0,04 1.9.0.01
21 414±007 4.20>0,05 4,13±0,06 4,27+0,09 4,29±0,14 426+0 08 4,200.03 1.’ 0.0!
22 3,73*0.06 3.69:0,07 3,78±0,05 3,80*0,08 3,90±0,12 394+0 JO 3.81>0.03 ¡ 40.0!
23 307+009 3,12-0,06 323+009 3,19+010 3,27±0,15 319+012 318+004 1 lo (JI
24 2,300,06 2,47±0,05 242+0 06 2,55+0,09 2,44±0,16 2.25±0,08 2,40:0,04 OIt, Ql
*Pares metacéntricos: 1-8. Pares submetacéntricos: 9-19. Paresacrocéntricos: 20-24.
DEH: “Dehesón del Encinar”. VO: “Vega de! Guadiana’, GRL: “La Generala”, CR: “La Laguna dc! (ns*o”.
ORO: “Oropesa”, NG “Embalse de Citménigo”, NB: “Las Hárdenas Reales”.
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Tabla 7: Medias poblacionales de la relación entre las longitudes de los brazos
cromosómicos.
Par
cromosómíco* DEll VG «RL Cli ORO NC X
1 I,03±(1,0L ¡ 02+001 103+001 ¡ 03+0 02 1,01±0.0! 1,01±0,01 1.02±0,01
2 1,! 1±0.01 ¡ 07*002 !,09±«~02 ¡¡0+003 1,06±0,02 1,06±0,02 1,08+00!
3 1.14±0,03 ¡.20±0,04 ¡.20±0.05 1,10±0,03 129+0,07 1,07+003 1 ¡7+002
4 1.26±0,03 ¡ 25+004 1,24±0,04 1,23±9,05 ¡,26±0,05 1,19±0,04 ¡.24±0,02
5 1,54±0,03 146+002 1,47±0,03 143+001 ¡53±0,04 ¡.49±0.03 1,49±0,01
6 1.16±0,02 ¡ 15+0 03 ¡,¡8+0,04 113±6.02 1,12±0,03 1,16±0,03 í,¡5±0.01
7 ¡ 43+004 ¡51±0,03 1,51±0,03 ¡ 51+004 144+0,03 1,48*003 ¡ 48±0,0!
8 ¡¡9±0.02 119+004 ¡.20±0,02 1,¡6x0,04 1,13±0,03 1,15+-O 03 ¡ 17+0 03
9 2 59’-0 07 2,39±0,06 251+005 2,46±0,07 2,47±0,07 2,57+008 250:0,03
10 2.3.5:0.06 2,39±005 2,3940,05 2,40±9.09 2,39±0,!¡ 2,54*006 241+003
11 2,70+0.07 264+0 08 2,76±0,07 2,86±0,09 2,77±0,06 2.68+0 07 2 74±0.03
¡2 2.08±0,05 2 21+007 2,14±0,05 2,07±6,06 2.00±0,03 2,03+007 209+002
13 2,45 ±0(16 2.51±9.06 2,53±9,07 244+007 2.35±0,04 2,54±0.07 2,47±0.02
14 2,91±0,05 289+006 289+0 06 294*0 05 2,88±0,03 2,95±0.05 2,92±0,02
¡5 1.92±0.04 1,88+0,03 1 84+008 1.84±0,05 1,85±0,07 1.88+005 1 87+0 (>2
16 2,70±0,06 2,52±0,04 261+0 06 2,58±6.04 264+0,¡0 2,60±0,12 2,60±0,03
17 299 ~008 297*008 2,99±0,03 299*-O 03 2,94±0,07 2.92±0,07 297+004
18 2,20¿0.05 2,03±0.06 215+007 2 04+004 2,1¡±0,07 2,04+0 08 209*0 03
19 ¡.93±0,03 1,8810,04 195+005 1,84±0.04 ¡.82±0,05 ¡,80+0,04 ¡.87±0,02
*Pares metacéntricos: ¡-8. Pares submetacéntricos: 9-19.
DEH: “Dehesórí del Encinar”. VG: “Vega del Guadiana”, GRL: “La Generala”, CR: “La Laguna del Cristo”.
ORO: “Oropesa”, NG: “Embalse dc Citruénigo”, NR “Las Bárdenas Reales”.
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1.2. Patrón de bandeo C
El patrón de distribución de la heterocromatina constitutiva se analizó en las
poblaciones DEH, VG, GRL, NC y Cli., encontrándose que su localización es- básicamente
centromérica y telomérica (Fig. 11).
Las bandas centroméricas están presentes en todos los pares cromosómicos y las
teloméricas se observan en el brazo largo de casi todos ellos. Además se observan bandas
intersticiales en los pares cromosómicos 3, 9, 10, 12, 20, 21 y 22. Por otro lado, los pares 2,
6, 8, 1 1, 15 y 19 presentan grandes bloques heterocromáticos. En el caso del par 2 se
localizan pericentroniéricaniente y en el resto abarcan la práctica totalidad de uno de sus
brazos. Si los cromosomas son submetacéntricos, el bloque se localiza en el brazo corto de
los mismos. Los cromosomas acrocéntricos, excepto el par 24, presentan sus brazos cortos
como heteropicrióticos positivos. La región organizadora nucleolar se comporta como
heteropicnótica negativa (Fig. 11).
El análisis del patrón de bandeo C muestra la existencia de un polimorfismo para los
bloques heterocromáticos de los pares 6 y 8 (Fig. 11). Estos polimorfismos se han analizado
en las poblaciones DEH, VG y NC por tener un mayor número de individuos en los que se
obtuvieron buenas placas metafásicas con bandeo C. Los resultados obtenidos son muy
similares en las tres poblaciones salvo para la banda presente en el cromosoma 8 de la
población NC, cuya frecuencia de aparición (0,77) es mayor que en las otras dos (0,50).
Tabla 8: Frecuencia de bloques heterocromáticos en los pares cromosómícos 6 y 8.
Parcromosómico 6 Parcromosómico 8
Población N ++ +- — p N 4* +- --
DEH 18 0,61 0,22 0,17 0,72 13 0.31 0.38 0,31 0,50
VG II 0.64 0,27 0,09 0,77 10 0,30 0,40 0,30 0.50
NC 9 0,56 0,33 0,11 0,72 9 0,67 0,22 0.11 0.77
N: Número de individuos analizados; ++: frecuencia de individuos homocigáticos para la presencia del
b¡oque heterocroníático. ±- heicrocigóticos, --: homocigóticos para la ausencia de! bloque heterocromático.




1.3. Re2iones organizadoras nucleolares
Mediante la técnica de impregnación argéntica se ha podido determinar la existencia de
un único par cromosómico organizador nucleolar, que se corresponde con el par 3, el cual
presentaba una constricción secundaria intersticial detectable por tinción convencional (Figs.
9 y lO). La existencia de un único par cromosórnico organizador nucleolar se manifiesta
también por la presencia de un par de nucleolos en los núcleos interfásicos.
Se ha observado la existencia de polimorfismo para el tamaño y la localización de la
región organizadora nucleolar (Fig. 12). Estas variaciones se manifiestan mediante tinción
convencional por la modificación del tamaño de la constricción secundaria así como de su
posició¡i. Estas modificaciones soíi la causa de que la morfología del par cromosómico 3,
podador de dicha constricción, sea variable. Este par cromosómico, que es metacéntrico,
aparece por ello frecuentemente como submetacéntrico. Estas variaciones se han observado
tanto en heterocigosis como homocigosis. Los resultados obtenidos con la tinción argéntica
permiten explicar, en algunas ocasiones, esta diferencia en la longitud relativa de los brazos
cromosómicos y en el tamaño de la constricción secundaria como el resultado de la
duplicación de la región organizadora nucleolar (Fig. 1 2b, c). En otras ocasiones, el tamaño
de la región organizadora nucleolar teñida con nitrato de plata es el mismo para ambos
homólogos, pero su posición en el cromosoma (Fig. 1 2d). Varios procesos podrían explicar
esta variación, tales como una inversión, aunque con los datos obtenidos no se puede
determinar cuál es el responsable de dicha modificación.
Se realizó una estima de la frecuencia de los individuos que presentaban algún tipo de
polimorfismo para la región organizadora nucleolar con respecto al fenotipo normal (Tabla
9). Dichas frecuencias se estimaron a partir del análisis simultáneo de los datos obtenidos
con tinción convencional y tinción argéntica. En dicha Tabla se puede observar que el
porcentaje de individuos que presentan polimorfismo para dicha región cromosómica en el
total de las poblaciones analizadas es del 52%, sin tener en cuenta ni el origen del
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1.4. Tinción con cromomicina A3
El patrón de fluorescencia obtenido mediante esta tinción sólo permite la identificación
de los pares cromosómicos 3, 11 y 15. En el par cromosómico 3 se observa una banda
fluorescente en la región cromosómica correspondiente a la región organizadora nucleolar.
Los pares II y 15 presentan diferencialmente teñido el brazo corto (Fig. 13) al igual que lo
observado mediante la tinción de bandeo C. En Me 1 se observan bandas fluorescentes en
tres bivalentes, que podrían corresponders a dichos pares. Por otra parte, también parecen
observarse bandas tenues en las regiones centroméricas de algunos pares cromosómicos.
1~os núcleos en interfase teñidos con cromomicina A3 mostraron siempre dos
nucleolos, lo que está de acuerdo con la existencia de un único par cromosómico
organizador nucleolar
Los resultados obtenidos con cromomicina A3 están de acuerdo con los de tinción
argéntíca en cuanto a las diferencias de tamaño de la región organizadora nucleolar así
como en lo que a su posición cromosómica respecta. Dado que la tinción con plata tiñe
proteínas asociadas a dichas regiones, y este fenómeno se produce en aquellas zonas que han
sido activas en la interfase previa, parte de las diferencias observadas en el tamaño de la
región organizadora nucleolar mediante la tinción con plata podrian justificarse como
diferencias funcionales. Sin embargo, las diferencias observadas con fluorescencia en el




2. ANÁLISIS DE CARACTERES BIOOUÍMICOS
2.1. INTERPRETACIÓN DE LOS PATRONES ELECTROFORETICOS
Se ha obtenido el patrón electroforético de los 1 6 sistemas enzimáticos siguientes:
AAT. ACO, ACPH, ADH, HIBDH, EST, cí-GPDH, IDH, LDH, MDH, ME, PER, PUD,
PCI, PUM y SOD
Con los sistemas tampón probados (Ridway, Poulik, e Histidina) se obtuvieron buenos
resultados en Poulik para las enzimas: ACPH, AAT, EST, a-GPDH, PER, PUI, PUM y
500; en Histidina para ACO, ADH, HBDH, IDH, LDE-I, MDH y PUD y en Ridway para
ME -
A continuación se describen los patrones obtenidos para cada sistema enzimático
analizado, agrupados en función de su estructura cuaternaria en enzimas monoméricas,
diméricas y tetraméricas.
2.1.1. Enzimas monoméricas
2.1.1.1. Aconitasa <ACO), 3-hidroxibutirato deshidrogenasa <HBDH) y
fosfog¡ucom utasa (PGM).
Estas tres enz¡mas presentan dos bandas anódicas que llamaremos: ACO- 1 y ACO-2
para aconitasa, HBDH- 1 y HBDH-2 para 3-hidroxibutirato deshidrogenasa y PGM-l y
PGM-2 para fosfoglucomutasa (Fig. 14).
Las enzimas aconitasa y 3-hidroxibutirato deshidrogenasa se han detectado
exclusivamente en hígado (la aconitasa sólo lite examinada en higado, músculo y ojo). Las
dos bandas que constituyen el patrón de ambas enzimas están presentes en todos los
individuos analizados,
Las isoenzimas de PUM se observan en todos los extractos, aunque su actividad
enz¡mática no es la misma en todos ellos, como puede apreciarse en la Figura 14. En hígado,
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riñón, bazo, corazón y cerebro se observan las dos bandas, PGM-1 y PGM-2. En ojo y
gónada sólo la de mayor migración, PUM-2, y en el músculo la de menor migración, PUM-
1. Este patrón resultó idéntico en todos los individuos analizados.
Para estas tres enzimas, las dos bandas presentes en todos los individuos no son el
producto de un solo locus, ya que esto implicaría que todos los individuos hieran
heterocigotos, hecho que parece muy improbable ya que esta situación se observa en todas
las poblaciones analizadas. Por ello, se postula que cada banda seria el producto de, al
menos, un solo locus monomórfico; es decir, las bandas ACO-1 y ACO-2 serían el producto
de los locí A a, y -, respectivamente; las bandas HBDH-í y HBDH-2 lo serian de los
loci ‘IÚ 4 y i>- a- , y los loci Ú$~n y n controlarían las isoenzimas PUM— 1 y
PGM-2, respectivamente. A veces aparecen unas bandas adicionales para la enzima
fosfoglucosa mutasa que corresponden a modificaciones postranscripcionales de las bandas
PUM- 1 y PGM-2, al igual que se ha descrito en 2úm§LwÁÁ- í%nús (Andersson et al., 198 1).
Estos resultados no permiten saber con certeza cuál es la estructura cuaternaria de
ninguno de los sistemas isoenzimáticos mencionados. Sin embargo, proponemos la
estructura monomérica de estas enzimas de acuerdo con la mayoría de los datos procedentes
de otras especies piscicolas, tanto de ciprinidos como de teleósteos en general (Allendorfet
al., 1977; Ferris y Whitt, 1977a; Buth, 1983; Andersson et al., 1983; Buth, 1984; Woods y
Ruth, 1984; Rainboth et al., 1986; Crabtree y Buth, 1987; Machordom, 1992). Los
resultados obtenidos en estos trabajos en cuanto al número de loci que controlan los
sistemas Isoenziniáticos analizados coinciden con los aqui descritos.
La aconitasa es la única enzima, de las tres comentadas hasta ahora, que no ofrece una
buena resolución para ser estudiada en el análisis poblacional. En el caso de las enzimas
HBDI-I y PUM se estudiaron todos los loci.
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2.1.1.2. Esterasas (EST)
En el patrón electroforético de esta enzima se pueden diferenciar cinco zonas
anódicas, denominadas 1, II, 111, IV y y, en las que se observan, como mínimo, diez bandas
(Figs 15 y 16)
Las zonas 1, III y y están representadas por las bandas invariables EST-l, EST-5 y EST-
10, respectivamente Estas bandas estarían controladas, como mínimo, por un locus cada) Los dos primeros loci se expresan en todos los extractos
una (
analizados, mientras que el locos 0 no es activo en ojo ni r¡non.
La zona II no siempre se resuelve con claridad, pero se puede decir que al menos se
observan tres bandas diferentes, La banda EST-2. que estaria controlada por el locus
se detecta en riñón y bazc El control genético dc las bandas EST-3 y EST-4, que se
observan en hígado. riñó¡i y bazo, correspondería a los loci y
e — —
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Figura 15:
riñón. B bazo. Co- corazón. Ce: cerebro, U; gónada.
Patrón electroforético de esterasas (EST). O ojo, M músculo, H higado, R.
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La zona IV de esterasas presenta seis bandas, una de las cuales es exclusiva de riñón
(EST-8), mientras que el resto se observa preferentemente en hígado (Figs. 15 y 16). Esta
zona, analizada a nivel poblacional en hígado, resultó ser variable (Fig. 1 6c). La variabilidad
detectada se basa principalmente en la presencia o ausencia de bandas. No aparecen formas
heterodiméricas entre las mismas, por lo que su estructura cuaternaria seria monomérica,
coincidiendo con lo señalado en otras familias de peces tales como ciprinidos (Machordom,
1992) y salmónidos (Andersson et al., 1983).
El control genético de la zona IV en la que en hígado se han llegado a observar las cinco
bandas simultáneamente, requiere como mínimo la existencia de tres loci, pero dado que
puede haber alelos nulos y se carece de cruzamientos que permitan dilucidar claramente cuál
es el número de locí implicados, vamos a considerar la posible existencia de tres, cuatro, o
cinco locí Además, en el capítulo correspondiente a los análisis de variabilidad poblacional
se hará un estudio de la frecuencia de aparición de dichas bandas, sin asignarles ningún tipo
de control genético.
a) Tres loci codifican para la zona IV de esterasas en hígado.
El número mínimo de loci que explican la existencia simultánea de cinco bandas,
suponiendo una estructura cuaternaria monomérica, es tres. Para determinar qué isoenzimas
podr¡an estar codificadas por alelos del mismo locus, se analizaron todas las posibles
combinaciones posibles de las cinco bandas tomadas de dos en dos. De estas combinaciones
se rechazaron aquellas que mostraban en todas las poblaciones un exceso muy significativo
de heterocigotos, ya que para explicarlas habría que considerar que en todas las poblaciones
hay una mayor frecuencia de cruzamientos entre machos homocigóticos para un alelo y
hembras homocigóticas para el otro y, por lo tanto, no existiría pannnxía.
Además, en la elección de qué bandas podrían estar controladas por el mismo locus se
supuso que los loci sólo tienen dos alelos, bien los dos activos, o bien uno activo y otro nulo
debido a que:
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- no pueden existir loci con tres alelos activos, ya que se han observado individuos con
todas las combinaciones posibles de tres bandas.
- en las combinaciones analizadas que podían ser explicadas por el control de un locus
con dos alelos activos y uno nulo, se ha observado que las intensidades relativas observadas
entre las bandas no se corresponden con las esperadas para isoenzimas controladas por
alelos de un mismo locus.
- aquellas combinaciones explicables por la existencia de un locus con dos alelos
activos y uno nulo, el más frecuente, y en muchas poblaciones el único, seria eJ nulo.
De acuerdo con estos supuestos, la explicación más factible para el control genético de
esta zona seria la siguiente: El locus SJ—¿ tendría dos alelos activos, -LV &; «‘ÑU) y ¿11/ 0
- , que codificarian para las isoenzimas EST-6 (100) y EST-6 (115), respectivamente.
Dicho locus se expresa preferentemente en hígado, aunque a veces tambien lo hace en nilón,
El locus ~, que se expresa únicamente en higado, tendría un alelo activo y otro
nulo, apareciendo sólo la banda EST-7. Por otra parte, el locus >v. tendría dos alelos
activos, vJ > 1 y ~~,í’<i’i<, que controlarían las bandas ESTÁ? (100) y EST-9 (80),
respectivamente Dicho locus se expresa en todos los extractos, salvo en ojo y músculo, y
preferentemente en hígado, cerebro y gónada.
Las bandas EST-6 (115) y EST-9 (80) no se han observado en riñón probablemente
debido a que los individuos en los que se analizó dicho órgano eran monomórficos para las
bandas EST-6 (100) y EST-9 (lOO).
Aparte de estas bandas observadas en higado, hay otra banda, EST-8, que se expresa
exclusivamente en riñón de forma invariable, y que estaría codificada por el locus St 5.
La nomenclatura establecida en esta hipótesis es la que se va a mantener en las
hipótesis siguientes con la única intención de no complicar la comprensión del patrón
electroforético de esterasas,
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b) Cuatro loci codifican para la zona IV de esterasas en hígado.
En el caso de ser cuatro loci, se mantendría el locus ¿u. ~ con dos alelos activos, a los
que llamaremos al igual que en el caso anterior, vsi-- ¿Y) y ¿-1 (i73, que controlarían
las isoenzimas ESTÁ? (100) y EST-9 (80). El locus (tendría igualmente un alelo activo
y otro nulo, según los mismos supuestos de la hipótesis anterior,
En el caso de las bandas EST-6 (100) y FST-6 (115), que en la hipótesis anterior se
habían considerado como la expresión de dos alelos del locus ¿si ¿, ahora pasarían a ser la
expresión de dos alelos pertenecientes a dos loci distintos, que además tendrían un alelo nulo
cada uno, denominandose los nuevos U 1? (Wli) y ¿¿xi- k 1 -~ ti
En esta hipótesis se ha desdoblado el locus U -- Yo y no 1/ - Y debido a que la alta
frecuencia del alelo - Y en algunas poblaciones nos permite observar que las bandas
que hemos asignado a este locus presentan el comportamiento típico de una enzima
monómera con dos alelos. Esto no se observa tan claramente en el caso del locus Y ya
que la banda EST-6 (115) es muy poco frecuente mientras que EST-6 (100) está en todos
los individuos analizados.
c) Cinco loci codifican para la zona IV de esterasas en hígado.
En el caso de considerar cinco loci, todos tendrían un alelo activo y otro nulo. En este
caso llamaremos a los loci: ‘sí í. 1 i’<, 1)41. 1 ( 9), ¿ sí. 7, </ 1 (3’;) y 0 9 ¡ ¿99)
que controlarían las bandas EST-6 (100), EST-6 (115), EST-7, EST-9 (100) y EST-9 (80),
respectivamente.
Para el análisis de variación genética poblacional se empleó el hígado por ser el órgano
que presenta mayor número de bandas. No se tuvieron en cuenta las bandas
correspondientes a la zona II ya que no siempre aparecen con nitidez. En el caso de la zona




Esta enzima, analizada en todos los extractos, es activa en corazón, ojo, bazo,
músculo, higado y riñón. Salvo en el corazón, la actividad observada en todos los demás
tejidos es baja.
En corazón se observan claramente seis bandas (Fig. 17) que están, probablemente,
controladas por al menos seis loci ya que: todas ellas son invariables, ninguna de ellas
parecen ser el resultado de la combinación dimérica de cadenas polipeptídicas codificadas
por alelos de distintos locí y además, los datos descritos previamente sobre esta enzima
señalan una clara estructura monomérica de la misma (García et al., 1982).
Estas bandas (PER-], PER-2 PER-3, PER-4, PER-5 y PER-6) estañan codificadas
(, 2 4 ~ >7)por los loci , >~ ,>., ». y o.— U
Figura 17: Patrón electroforético de peroxidasas (PER). O: ojo,
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2.1.2. Enzimas dímérícas
2.1.2.1. Aspartato amino transferasa (AAT)
La enzima AAT muestra dos zonas de actividad, una catódica o zona 1 y otra anódica
o zona II (Fig 18), al igual que lo descrito en otros ciprínidos tales como ~¿- #~-. ~ a
<>4 ».,>u., “il, ». x p u~ >,-v>í. en los que se relacionan las zonas catódicas y anódicas
con las fracciones subcelulares citosólicas y mitocondriales, respectivamente (Ferris y Whitt,
19/Ya, Woods y Buth. 1984)
La zona de actividad catódica se expresa en todos los tejidos y órganos, pero debido a
que no se obtuvo una correcta resolución no se analizó en este trabajo, aunque se puede
dccii que al menos hay una banda (AAT-l) controlada como mínimo por un locus
(Fig. 18).
La zona anódica presenta un patrón invariable constituido por tres bandas en músculo
e higado También se observa una débil actividad en riñón y cerebro (Hg 18).
Figura 18: Patrón electroforético de aspartato amino transferasa
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En músculo y cerebro se observa que las tres bandas presentan diferentes intensidades
entre si, siendo la más intensa la situada más cerca de la inserción (banda AAT-2), y la
menos intensa la más alejada de la misma (banda A.AT-3). El riñón presenta un patrón
similar al anterior, pero con las intensidades distribuidas de manera inversa a la
anteriormente descrita. En el hígado, la mayor intensidad corresponde a la banda central,
siendo el doble que la de las bandas extremas (Fig. 18). El patrón obtenido para los
diferentes extractos se mantiene constante en todos los individuos analizados.
Debido a los diferentes patrones de intensidades observados en esta zona anódica en
los distintos extractos analizados, el control génico más probable correspondería a la
expresión de dos loci monomórficos, A~í 2 y 4 - Ó, que codificarán para dos cadenas
polipeptidicas distintas las cuales se asocirian al azar para formar dimeros, siendo las bandas
AAT-2 y AAT-3 homodimeros y la banda intermedia un heterodimero formado por dichas
cadenas polipeptídicas (Fig. 18). También podría pensarse que ibera una enzima
monomérica, en cuyo caso esta zona estaría controlada por tres loci, pero esto es poco
probable debido a que tanto las intensidades relativas de las bandas como los datos
existentes al respecto en otras especies de teleósteos, confirman la estructura dimérica de
ésta enzima (Ferr¡s y Whitt, 1977a, b, c; Buth, 1979; Woods y Buth, 1984).
2.1.2.2. Fosfatasas ácidas (ACPR)
Las fosfatasas ácidas (ACPH) frieron analizadas en ojo, músculo e hígado. El ojo
mostró, al igual que el patrón de la enzima AAT en hígado, tres bandas anódicas
equidistantes, siendo la central de una intensidad superior a las dos extremas, que eran
iguales. El hígado sólo mostró la banda de mayor migración, mientras que el músculo no
presentó una actividad clara para esta enzima (Fig. 19).
Este patrón. que se matiene de forma constante para todos los extractos en todos los
individuos analizados, se puede explicar, al igual que en el caso de la enzima AAT, como el
resultado de la actividad de una enzima dimérica. En el ojo se expresarían dos loci:
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y ~ 4 , los cuales codificarían para las cadenas polipeptídícas que dan lugar a los
homodímeros ACPH-1 y ACPH-2, respectivamente; correspondiendo la banda intermedia a
la forma heteíodiméríca En cambio, en el hígado sólo se expresaría el locus ti - . Esta
enzima ha sido también señalada como dimérica en otros ciprínidos (Ferris y Whitt, 1977a,
b: Buth y Eurr, 1978. Crabiree y Buth, 1981), en los que se ha observado un solo locus.
Figura 19: Patrón enzimático de fosfatasas ácidas (ACPH) O: ojo; H: hígado.
Estos dos sistemas isoenzimáticos, AAT y ACPH, no se consideraron adecuados para
los análisis de variación genética poblacional ya que, al ser muy lábiles,
frecuentemente afectados por la congelación del material para su conservación,











patrón isoenzimático encontrado proviene de la expresión de dos loci. En otros ciprínidos se
ha observado actividad exclusivamente para un locus (Ferris y Whitt, 1 977a, b; Buth, 1979;
Woods y Buth, 1984) lo que nos hace suponer que seguramente esta enzima esté codificada
como máximo por los dos loci descritos.
Con los resultados obtenidos para esta enzima, no es posible establecer su estructura
cuaternaria, si bien numerosos estudios realizados en otras especies, entre los que se
incluyen los arriba mencionados, sugieren una estructura dimérica de la misma.
Sólo se ha considerado adecuada para el análisis poblacional la isoenzima ADH-2, ya
que la ADH- 1 presenta muy poca actividad y no siempre es detectable.
2.5.2.4. Isocitrato desfúdrogenasa (1DB)
La isoenzima IDH sólo ha mostrado una clara actividad en corazón e hígado. En
corazón se observa la zona 1 de actividad y en hígado la zona II. Estas zonas pueden
corresponder a la forma citosólica y mitocondrial del sistema enzimático, tal y como han
señalado algunos autores en otras especies piscicolas (Ferris y Whitt, 1977a, b, c; Woods y
Ruth, 1984; Crabtree y Ruth, 1987) (Fig. 21).
En el corazón se observa una banda anódica, IDIuÍ- 1, normalmente asociada a una, dos y
hasta tres bandas adicionales (Fig. 21 a, b), al igual que ocurría en el patrón electroforético
de hígado para la isoenzima ADH-2, por lo que podrían ser modificaciones
postranscripcionales o postraduccionales de dicha banda IDH-1. El patrón podría explicarse
por la existencia de al menos un locus monomórfico, -9J1-- 1•
En el hígado se observan, en la zona II, tres bandas anódicas equidistantes, de mayor
migración que la banda IDH- 1, y con distintas intensidades, de tal forma que la banda
intermedia presenta una intensidad doble que la de las bandas extremas (Fig. 21 a). Este
patrón se puede explicar por el control genético de dos loci monomórficos, A» -- Y e Sil
- , que codificarían para las cadenas polipeptidicas que conforman las bandas homodiméricas
IDH-2 e IDH-3, respectivamente, mientras que la banda de migración intermedia entre estas
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dos sería el heterodimero correspondiente. Este patrón apoya la estructura dimérica de Ja
enzima descrita en otros ciprinidos (Woods y Ruth, 1984) en los que se ha detectado la
actividad de dos loci
2.1.2.5. ct-Glicerofosfato deshídrogenasa (a-GPDH) y 6-fosfogluconato deshidrogenasa
(PGD)
La enzima ct-GPDH mostró actividad en músculo presentando una banda de migración
anódica, que estaria controlada por el locus a-Ñdt. , con un solo alelo ya que su patrón
ifie invariable en todos los individuos analizados (Fig. 22). Esta banda aparece
generalmente acompañada de otras dos, que probablemente corresponden a modificaciones
postranscripcionales, al igua! que en el caso de la enzima ADH
Figura 22: Patrón electroforético de cí-glicerofosfato deshidrogenasa (ct-GPDH) y 6-
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La enzima PUD ha sido estudiada exclusivamente en ojo, músculo, hígado y ¡Ilión. En
todos los extractos excepto en el de riñón, que no mostró ninguna actividad, apareció
únicamente una banda anódica, PGD-1, con mayor actividad en el hígado (Fig. 22).
Siguiendo la pauta marcada por Allendorf et al. (1977), este patrón invariable es explicable
por un solo locus monomórfico, («uf 1.
Los resultados obtenidos no ponen de manifiesto la estructura cuaternaria de estas
enzimas, las cuales serían diméricas de acuerdo con lo observado en otros ciprínidos, en los
que también se ha descrito la existencia de un solo locus para cada una de ellas (Ferris y
Whitt, 1977a, b; Ruth, 1983; Woods y Ruth, 1984; Machordom, 1992).
2.1.2.6. Superóxido dismutasa (SOD)
La enzima SOD, al igual que las enzimas ADH en higado e IDI-1 en corazón, se
expresa en todos los tejidos como una banda invariable, que puede presentar asociadas otras
tenues, que probablemente son modificaciones postranscripcionales o postraduccionales.
Esta banda, a la que llamaremos SOD-1, estará controlada por al menos un locus
monomórfico, » .i (Fig. 23).
Además, en músculo y a veces también en riñón parece observarse al menos otra
banda adicional, SOD-2, que nos permite considerar la existencia de un segundo locus,
>4 »., aunque no se obtuviera una buena resolución para la misma.
La estructura cuaternaria dimérica de esta enzima ha sido descrita previamente en
otras especies de teleósteos (Allendorfet al., 1977; Ferris y Whitt, 1977 a ,b, c; Ruth, 1979;
Woods y Ruth, 1984; Machordom, 1992). Según lo descrito en otros ciprinidos, existen dos
loci que controlan una forma citosólica que se observa en todos los tejidos y otra





suponer la existencia de dos locí, 6$¿ 1 y ¿u-- 2, que codificarían para las cadenas que
forman las bandas PGI-l y PGI-2. Esta explicación, que se corresponde con una enzima
dimérica que forme heterodímeros entre las cadenas codificadas por diferentes loci, es la
misma que se ha presentado en general para esta enzima en las otras especies de teleósteos
analizadas, tales como ciprínidos (Ferris y Whitt, 1977a, b; Ferris et al., 1982; Ruth, 1982;
Machordom, 1992), catostómidos (Ruth, 1979), cobítidos (Ferris y Whitt 1 977c),
salmónidos (Allendorfet al., 1977; Okazaki, 1986), etc.. Las bandas que acompañan a PCI-
1 serian el resultado de modificaciones postranscripcionales o postraduccionales, y las
bandas observadas en la zona de migración intermedia serian el resultado de la combinación
heterodimérica de las cadenas codificadas por ambos loci y de sus modificaciones
postranscripcionales (Fig. 24).
2.1.2.8 Mático deshidrogenasa (MDH)
En esta enzima podemos diferenciar dos zonas de actividad anódica (zonas 1 y II) que
se observan en todos los tejidos (Fig. 25).
La zona 1 está representada por una banda invariable, MDL-I-1, controlada por al
menos un locus denominado >0/JA> . Esta banda invariable está siempre acompañada de
otras bandas que corresponden a modificaciones postranscripeionales o postraduccionales de
la misma (Fig. 25) al igual que lo descrito en barbos (Berrebi et al., 1988; Machordom,
1992).
En la zona 11, si bien con poca resolución, se distinguen dos bandas muy juntas, MDH-
2 y N4DH-3. En ojo y corazón se observa casi exclusivamente la banda MDH-3, en músculo
la banda MDI-I-2 y en el resto de los órganos las dos bandas. El control genético de esta
zona corresponderia a los loci >/hJ. > y >lPnilc 1~ (Fig. 25). En esta zona, dado que las bandas




Con los resultados obtenidos en este trabajo, los cuales coinciden con los obtenidos
para otras especies de cíprínidos (Ferris y Whitt, 1 977a, b; Woods y Ruth, 1984), no se
puede conocer la estructura cuaternaria de esta enzima, aunque su estructura dimérica ha
sido demostrada en otras especies piscícolas (Andersson et al., 1983; Rainboth et al., 1986:
Berrebi et al,, 1988, Machordom, 1992).
Para el análisis poblacional sólo se consideraron los locí 7??Jí; y 7Ñl~ 4 que son los
que presentaban una mayor resolución electroforética en corazón (Fig. 25).
2.1.3. Enzimas tetrainéricas
2.1.3.1. Láctico deshidrogenasa (LDH)
En esta enzima se observan dos zonas de actividad, una catódica (zona 1) y otra
anódica (Zona II) (Fig. 26). La zona 1 tiene una única banda que aparece sólo en músculo, y
estaría controlada por el locus LIII 1. En la zona 11 hay cinco formas isoenzimáticas
anódicas invariables, que se observan en todos los tejidos pero con diferente intensidad
(Figs. 26).
En el caso de esta enzima, hay trabajos en otras especies piscícolas que describen la
existencia de tres bel y una estructura tetramérica de la enzima (Allendorf et al., 1977;
Andersson et al., 1983; Heinonen, 1988; Brulé, 1989; Van der Bank et al., 1989; Renno et
al., 1989). Dado que las cinco formas anódicas de la zona II se expresan en todos los tejidos
con un patrón invariable para todos los individuos analizados, nosotros sugerimos que la
enzima LDH de tenca es tambien tetramérica y que hay dos loci para la zona anódica: £4 A




2.1.3.2. Enzima málica (ME)
Esta enzima sólo mostró buena resolución en ojo, músculo e higado, observándose
una sola banda, ME-l, en todos ellos, con mayor intensidad en el hígado (Hg 27)- De
acuerdo con A]lendorf et al. (1977), este patrón puede explicarse con un solo locus
monomórfico,
Al observarse una sola banda invariable, no se puede saber cuál es la estructura
cuaternaria de esta enzima, que según numerosos autores sería tetramerica (Allendorf 1977;
Andersson et al,. 1981. 1983; Renno et al., 1989; Shakle et al., 1990b). Para esta enzima se
ha descrilo la existencia dedos loci en otroF ciprinidos (Woods y Ruth, 1984),
Su empleo en el análisis poblacional no es recomendable debido a que este sistema
isoenzimático no siempre se tífie correctamente.
Figura 27: Patrón electroforético de ME. O:ojo, M: músculo, H: higado
En la Tabla 10 se resumen los resultados establecidos para las distintas isoenzimas en
cuanto a su estructura cuaternaria, control genético, tipo de migración (catódica o anódica)
y tejidos u órganos en los que se expresan. También se indican aquellos loci que se han








Tabla 10: Resultados electroforeticos de los diferentes sistemas isoenzimáticos.


































































































































O: Ojo. M: Músculo. E: Hígado.
A: anódica. C: catódica.



























































2.2 ANÁLISIS DE LA VARIABILIDAD ISOENZIMÁTICA INTRA E
INTERPOBLACIONAL
2.2.1. Distribución de frecuencias eenOtiDicas y 2énicas
El análisis de la variabilidad isoenzimática poblacional se realizó únicamente en
muestras procedentes de hígado y corazón, ya que son las que presentan una mayor
resolución y expresión enzimática. De los diez sistemas isoenzimáticos estudiados en el
análisis poblacional (Tabla 1 0), sólo uno, el de esterasas, presentó variabilidad.
Como ya se indicó en el apartado correspondiente, la variabilidad se observó
únicamente en la zona IV de esterasas. Las cinco bandas que aparecen en esta zona en
higado podrían ser el producto de la expresión de: a) tres loci dialélicos; b) cuatro loci,
siendo uno de ellos monomórfico; c) cinco loci, de los cuales cuatro serían variables. En el
caso de considerar la primera hipótesis, los loci analizados en total en el analisis poblacional
serían 24. Si se considera la segunda hipótesis, se habrán analizado 25 y si se considera la
tercera, 26 loci. Los análisis hechos en los casos anteriores fueron realizados tambien
considerando la presencia o ausencia de las bandas de la zona IV de esterasas, sin tener en
cuenta el control genético de las mismas. Los resultados obtenidos no se expondrán en este
trabajo ya que son muy similares a los de cinco loci y las diferencias que se han observado se
deben exclusivamente al tratamiento matemático de los datos.
A continuación se describen los resultados obtenidos según la hipótesis consideradas
en cada caso.
a) Tres loci dialélicos:
En las Tablas II y 12 se muestran las frecuencias fenotipicas y génicas de los loci -IV--
-Si - y > II - ~, en las distintas poblaciones analizadas. En el caso del locus ¿~>1-- ~, no se
pueden diferenciar los heterocigotos de los homocigotos para el alelo activo, por lo que las
frecuencias se estiman suponiendo la existencia de equilibrio de 1-Iardy-Weinberg. Todas las
poblaciones estaban en equilibrio de Hardy-Weinberg para el locus tú> >~, ya que la prueba
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de ~2 realizada no mostró diferencias significativas en ningún caso. En el caso del locus
<>/ <- esta prueba no se pudo realizar ya que en todas las poblaciones se obtenían valores
esperados inferiores a 5.
b) Cuatro loci, uno de ellos monomórfico:
En este caso, como ya se indicó anteriormente, el locus Ii ~ es el que se modifica, de
tal forma que ahora las bandas EST-6 (100) y EST-6 (115) serían el resultado de la
expresión de diferentes loci. El primero, Si-- (IQO), seria monomórfico para un alelo
activo, ya que todos los individuos presentan Ja banda. El segundo, ¿-~/ « ,<, tendría un
alelo activo y otro nulo. En este último caso, las frecuencias génicas y fenotípicas, que
aparecen reflejadas en las Tablas II y 12, se estiman suponiendo la existencia de equilibrio
de Hardy-Weinberg.
c) Cinco Ioci, uno de ellos monomórfico:
Si se supone que los responsables del control génico de esterasas son cinco loci, hay
que considerar que las bandas controladas por el locus ¿1 ‘-1, que anteriormente era un
locus con dos alelos activos, pasan ahora a ser productos de dos loci separados, ti Y
¡<¡< y y> >> -, cada uno de ellos con un alelo activo y otro nulo. Los alelos activos se
corresponderían con las bandas EST-9 (100) y EST-9 (80), respectivamente. Para la estima
de las frecuencias génicas y genotípicas de dichos loci se ha considerado la existencia de
equilibrio de Hardy-Weinberg (Tablas II y 12).
En las Tablas 1 1 y 12 se indican además las frecuencias fenotipicas así como las de la
ausencia de las bandas en el caso de no considerar el control genético de esta zona.
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¿4. ~ 100,100 1,000 0,987 0,992 0,938 0,837 1,000 1,000
100,115 0,000 0,015 0,008 0.062 0,163 0.000 0,000
115,115 0,000 0,000 0.000 0,000 0,000 0,000 0,000
3 Inri ¿4. / 100* 0,625 0,631 0,752 0,969 0,907 0.954 0,437
- , - 0,375 0,369 0,248 0,031 0.093 0.046 0,563
¿t/. 9 100,100 0,975 1,000 0,318 1,000 0.535 0,636 0,750
100,80 0,025 0,000 0,442 0,000 0.442 0.273 0,250
115,8<> 0.000 0,000 0,240 0,000 0,023 0,125 0,000
¿4 ~ (¡it) 115* 0,000 0,013 0,008 0,062 0.163 0,000 0.000
-, - 1,000 0,987 0,992 0,938 0.837 1.000 1.000
4 Inri ¿>4 -/ 100’ 0.625 0,631 0,752 0,969 0,907 0,954 0,437
0,375 0,369 0,248 0.031 0,093 0,046 0,563
¿4. 9 100,100 0.975 1,000 0,318 1,000 0,535 0,636 0.750
100,8<> 0,025 0,000 0,442 0,000 0,442 0,273 0.250
115,80 0(100 0,0(10 0,240 0,00(1 (1,023 (1.125 0,000
>4 (ti ú) 1>5* 0,000 0,013 0,008 0.062 0,163 0.000 0,000
1.000 0,987 0,992 0,938 0,837 1,00<> ¡.000
5 Inri ¿4. 1 100* 0,625 0,631 0,752 0.969 0.907 0.954 0,437
5 (bandas)0 - , - 0,375 0,369 0,248 0.031 0,093 0,046 0,563
¿4. ¼ (lOO) 1(1(1* 1,00(1 1(100 0.760 0.000 0.977 0,909 1 ,000
0,000 0,000 0.240 1.00<) 0.023 0.091 0.00<)
>4 ¼ (SO) 80’ 0,025 <),000 0,682 0.000 0.465 0,364 0,250
- , - 0,075 1,000 0,318 1.000 0,535 0.636 0,750
* Genotipos heterocigóticos y homocigóticos para el alelo activo.
o Fenotipos en el caso dc no asignar control génico a las esterasas de la zona IV.
N: número de individuos analizados.
DEH: “Dehesón del Encinar”, VO: Vega dcl Guadiana”, GRL: “La Generala”,
ORO: “Oropesa”. NC: “Embalse dc Citruénigo”, NIB: “Las flárdenas Reales”.
CR: “Laguna dcl Cristo”.
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¿4. ~- ¡15 0,000 0,007 0,004 0,031 0.081 0.000 0,000
3 Inri >4 -7 0,612 0,607 0,498 0,176 0,305 0,214 0.750
>4 ¼ 0,013 0,000 0,461 0,000 0,244 0,227 0,250
>4 C (íco) 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,000 0.000
4 Inri >4 £ (¡It) 1,000 0,993 0,996 0,969 0.915 1,000 1,000
>4 7 0,612 0,607 0,498 0,176 0,305 0.214 0,750
>4 ¼ ¿SO 0,013 0,000 0,461 0,000 0.244 0.227 0,250
¿x. e (-‘Cc) 0.000 0,000 0,000 0,000 0,000 0.00(1 0,000
>4 e Q n) 1,4)00 0,993 0,996 0.969 0,915 1.00<) 1.000
5 Inri >4 / 0,612 0,607 0,498 0.176 0,305 0,214 0,750
>4 <4 (¡Do) 0,000 0,000 0,490 0,000 0,152 0.302 0,000
>4 ¼(¿50) 0,987 1,000 0,564 1,000 0,731 0,797 0,866
Est—6 (¡00) 0.000 0,000 0,000 0,000 0,000 0,0<1<) (1,000
Est-6 (115) 1,000 0,987 0,992 0,938 0,837 1,000 1,000
5 bandas Est-7 0.375 0,369 0,248 0,031 0,093 0,046 0.563
Est—9 (1 4>4>) 0,000 0,000 0,240 0,00<) 0,023 0,091 0,000
Est-9 (84>) 0,975 1,000 0,318 1,000 0,535 0,636 0.750
- Alejo nulo o ausencia de banda. N: número total de individuos analizados. DEH: “Dehesón del Encinar”,
VG: “Vega dcl Guadiana”. GRL: “La Generala”, CR: “Laguna del Cristo”, ORO: “Oropesa”. NC: “Embalse
de Citruén¡go”. NR “Las Bárdenas Reales”.
2.2.2 Análisis de li2amniento al sexo
Se ha realizado una prueba de x2 de independencia, para estudiar la posible relación
de estos loci con el sexo, considerando las hipótesis de un control genético de tres, cuatro o
cinco loci para la zona IV de esterasas. En ningún caso se han observado relaciones de
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liga miento significativas, por lo que podemos considerar que estos loci se comportan como
independientes del sexo.
2.2.3 Estima de la variabilidad 2enética intrapoblacional
2.2.3.1 Indice dc latí poiimórflcos (1’>
Como estima de la cantidad de variación existente en cada población hemos calculado
el indice de locí polimórficos según los criterios del 95% y el 99%, según las distintas
posibilidades de control génico de esta zona.
Los valores de polimorfismo obtenidos según ambos criterios aparecen en la Tabla 13.
Independientemente de la hipótesis que se considere, las poblaciones DEH, VG y CR son las
que mostraron un valor de 1’ inferior, alrededor de un 4% según el criterio del 95% y
aproximadamente un 8% para el criterio del 99%, excepto para la población “Vega del
Guadiana” (VG), en la que el valor deL 4% permanece invariable. La población con un mayor
nivel de polimorfismo es la de “Oropesa” (ORO): entre 12% y 15,4% según las hipótesis.
Tabla 13: Indice de loci polimárficos en en el caso de tres, cuatro y cinco lcd.
Hipótesis Índice DEll VG GRI. CR ORO NC NR X
3 Inri P095 4.2 4,2 8,3 4,2 12,5 8,3 8,3 7.1
(irZ4) P099 8.3 4,2 8,3 8,3 12,5 8,3 8,3 8.3
4 loci P<>95 4,0 4,0 8,0 4,0 12.0 8,0 8,0 6.9
(rn25) P099 8.0 4.0 8,0 8,0 12.0 8.0 8,0 8,0
5 Ion ~O.95 3.8 3,8 11,5 3,8 15,4 11,5 7,6 8,2
(n=z26) P099 1.6 3,8 11.5 7,6 15,4 11,5 7,6 9.3
n: número total de loci analiiados. DEH: “Dehesón del Encinar”. yO: “Vega del Guadiana”. GRL: “La
CR: “Laguna del Cristo”, ORO: “Oropesa”. NC: “Embalse de Citniénigo”. NB: “Las BárdenasGenerala”,,
Reales” -
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En términos generales podríamos decir que el valor de polimorfismo para la especie se
halla entre 6,9 y 8,2% para el criterio del 95% y entre 8 y 9,8% para el del 99%.
2.2.3.2. Heterocigosidad génica media
La heterocigosidad génica media, entendida como la media del número de individuos
heterocigóticos observados por loci, en el conjunto de todos los loci analizados, es una de
las estimas más frecuentemente empleadas para analizar la variabilidad genética existente
entre las poblaciones. En todos aquellos casos en los que no se podian diferenciar los
individuos heterocigóticos de los homocigóticos para los alelos activos, se supuso la
existencia de equilibrio de Hardy-Weinberg y por Jo tanto, la heterocigosidad génica
considerada es la heterocigosidad génica esperada.
Los valores obtenidos para todas las poblaciones son muy similares aunque se puede
resaltar que la población de la “Laguna del Cristo” (CR) tiene los valores de
heterocígosidad génica media más bajos (1,4%), mientras que las poblaciones de “Oropesa”
(ORO) y “La Generala” (GRL) sedan las más variables (Tabla 14).
Tabla 14: Heterocigosidad génica media en % suponiendo la existencia de tres, cuatro y cinco loci.
3 Inri (n=24) 4 md (n=25) 5 Inri (n26)
DEll 2,08+1 97 1,99±1,89 1,93±1,83
VG 2,04±271 1,96±1,89 1 83+1 82
GRL 3,96±271 3,80±2,59 5.77±3,15
CR 1.46+1 22 140+1,17 1 34±113
ORO 4,29±2,53 405+2,43 4,74±2.36
NC 2,53±1,71 2,44±1,64 4,13±2,24
NB 2.59±1,81 2 50+1,77 233+1 70
Total 2,71±0,76 2,59±0,73 3,140,79
n: número total dc loci analizados. DEll: “Dehesón del Encinar”. VG: “Vega del Guadiana”, GRL: “La
Generala”. CR: “Laguna del Cristo”, ORO: “Oropesa”. NC: “Embalse de Citruénigo”. NB: “Las Bárdenas
Reales”.
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2.2.4. Estima dc la variabilidad eenética intcrpoblacional: Distancias 2cnéticas
.
Dendro2ramas
Utilizando el indice de Nei (1972> se ha calculado la distancia genética entre todas las
poblaciones para cada una de las hipótesis propuestas sobre el control genético de la zona
IV de esterasas (Tabla 15),
Los resultados obtenidos en los casos de considerar la existencia de tres o cuatro loci
para la zona IV de esterasas son muy similares, observándose algunas diferencias cuando se
comparan con los resultados obtenidos para cinco íoci o en el caso de no asignar ningún
control genético a la zona IV de esterasas.
Todas las distancias obtenidas son en general muy pequeñas, siendo nula entre el
“Dehesón del Encinar” (DEH) y “Vega del Guadiana” (yo), en todos los casos. Las
distancias mayores obtenidas en todos los casos están próximas a 0,01. Las distancias
medias son del orden de 0,004 ó 0,005.
En la Figura 28 están representados los dendrogramas obtenidos a partir de las
distancias estimadas. En el caso de que tres o cuatro Joci controlen la zona IV de esterasas el
dendrogrania fue el mismo. En el caso de cinco loci se altera la posición ‘La Generala”
(GRL).
Aunque todas las poblaciones son muy similares, hemos de destacar que
independientemente de la hipótesis considerada, hay dos grupos definidos y separados entre
si que son los formados por VG, DEH y NB por un lado y ORO y NC por otro (Fig. 28).
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Tabla 15: Distancias genéticas interpoblacionales estimadas suponiendo que tres, cuatro o cinco loci






































































































































DEH: “Dehesón del Encinar”. VG: “Vega del Guadiana”, GRL “La Generala”, CR: “Laguna del Cristo”,





0,004 0,003 0,002 0,001 0,000
















Figun 28: Dendrograinas obtenidos por el método UPOMA, en el caso deque tazcna[V cte esterasas
esté controlada por: a) tres y cuatro lcd, b) cinco lcd.
DEH: ‘Dehesón del Encinas”, VO: “Vega del Guadiana”, C}RL: “LaQenera1a~’,CR: “Laguna del Cñsto”
ORO: “Oropesa”, NO: ‘Embalse de Citxuénigo”, NR “Las Hérdenas Reales”.
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3. ANÁLISIS DE CARACTERES MOLECULARES
3.1. EXTRACCIÓN DE ADN GENÓMICO
La extracción de ADN genómico según el método de Dellaporta et al, (1983) ha dado
buenos resultados, ya que la cantidad de ADN obtenida es del orden de 0,6-1,4 >iglml y su
pureza del orden de 2, valor bastante próximo al de pureza ideal que es de 1,5,
3.2. PATRONES ELECTROFORETICOS
3.2.1. Productos dc amplificación por RAPDs
Los patrones electroforéticos de los productos de amplificación obtenidos con los
oligonucleótidos 10-A, 1 -B y 1 8-F fueron invariables en todas las poblaciones analizadas.
Con el resto de los cebadores (5-B, 1 3-B y 7-F) los patrones fueron variables para al menos
una banda. Estos patrones aparecen en las Figuras 29 y 30.
El oligonucleótido 10-A proporciona la amplificación de ocho fragmentos definidos
con tamaños comprendidos entre 2,400 y 650 pb. Con el oligonucleótido 1-B se obtienen 12
fragmentos, de los que ocho, de 1.975 a 750 pb, ofrecen una buena resolución. La
amplificación con el oligonucleótido 1 8-F porporciona hasta siete fragmentos, de los que se
analizaron tres por presentar una mayor resolución (Figs. 29 y 30).
Con el oligonucleótido 5-B se han obtenido nueve fragmentos definidos, presentando
variabilidad únicamente la banda 6 de 1.275 pb (Figs. 29 y 30).
El oligonucleótido 13-B sirve de cebador para la amplificación de al menos 14 bandas,
aunque sólo ocho de ellas ofrecieron una buena resolución, con tamaños comprendidos entre
lSOOy IDO pb (Figs. 29y30). En este caso fueron variables las bandas 2,3,5 y 8 de 1.700,
1 625, 1.400 y 1 000 pb, respectivamente.
De todos los fragmentos obtenidos con el oligonucleótido 7-F, sólo se han
considerado los de 1550, 1.275, 1.200 y 900 pb. La banda 2, de 1.275 pb, resultó
igualmente variable (Figs. 29 y 30).
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32.2 Productos de amplificación por PCR
De la serie de bandas electroforéticas originadas con la pareja de oligonucleótidos
MAE í U- 1 L (ADNc del componente C9 del complemento) se analizaron las siete que
mostraron una mayor resolución. Se ha observado la existencia de polimorfismo en las
poblaciones de “Oropesa” (ORO) y “Embalse de Citruénigo” (NC) para los fragmentos 1, 2,
3 y 4 de 780, 700, 650 y 600 pb, respectivamente (Figs. 31 y 32).
El empleo de la pareja de oligonucleótidos MA.E 6U-6L (ADNc de la proteína “heat
shoek” de 7CKd) ha originado cuatro fragmentos definidos presentes en todos los individuos
de las cinco poblaciones analizadas y por lo tanto, monomórficos (Figs. 31).
En el caso de los oligonucleotidos MAE LOU-10L (ADNc del gen del componente e-ii
de la protamina) se han obtenido seis fragmentos de tamaños comprendidos entre los 850 y
los 420 pb que fueron resultaron invariables en todas las poblaciones (Figs. 31).
La pareja de cebadores MAE SU-SL (ADNc de la proteína HMG-T) no dio lugar a
una amplificación apreciable de ningún segmento de ADN por lo que fue desestimada para
este estudio.
3.3. ESTIMA DE LA VARIABILIDAD GENÉTICA MOLECULAR INTRA E
INTERPOBLACIONAL
3.3.1 Frecuencia de la ausencia de las bandas
Las frecuencias de ausencia de los diferentes fragmentos polimórficos amplificados por
RAPDs y PCR se muestran en la Tabla 16,
Como ya se mencionó previamente, los patrones obtenidos para los oligonucleótidos
10-A, 1 -B y 1 8-F son invariables, mientras que para los tres restantes se ha observado




Respecto a los fragmentos amplificados por PCR, sólo se ha observado variabilidad en
cuatro de los 1 7 analizados, dándose la circunstancia de que todos ellos provienen de la
amplificación obtenida a partir del ADNc del componente C9 del complemento.
Tabla 16: Frecuencia dc ausencia de los fragmentos amplificados polimórficos por RAPDs y PCR.
Oligonucleotido N0 fragmento Tamaño (pb) VG GRL CR ORO NC
5-B 6 1.275 0,8<) 0,49 0,75 0,62 0,20
13-B 2 1.700 0,29 0,36 0,28 0,21 1,00
3 1.625 0,08 0.04 0,31 0,29 1.00
5 1.41>0 0,04 0.14 0.24 0,00 0.81
8 1.000 0,00 <1,04 0,00 0,04 0,06
7-E 2 1.275 0,07 0,27 0,00 0,10 0,15
MAE IU—IL 1 780 0,00 0,00 0,00 0,54 0,15
2 700 0,00 0,00 0,00 0,54 0, 15
3 650 0,00 0,00 <).00 0,54 0,15
4 600 0.(>0 0,0<) 0,00 0,39 0.08
VG: “Vega del Guadiana”, GRL: “La Generala”, CR: “La Laguna del Cristo”, ORO: “Oropesa”. NC:
“Embalse de Citruénigo”.
3.3.2. Análisis de ligamiento al sexo
Se ha estudiado si el polimorfismo para los fragmentos de amplificación se encuentra
relacionado con el sexo de los individuos analizados mediante una prueba x2 de
independencia. Los valores de ~2 que se obtuvieron en todos los casos resultaron no
significativos para un valor de p<O,O5, de manera que podemos considerar que tales
polimorfismos no se encuentran ligados al sexo.
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3.3.2 Cuantificación de la variabilidad genética intranoblacional: Indice de
polimorfismo
Como valor para la cuantificación de la variabilidad genética intrapoblacionaJ se ha
empleado el “indice de polimorfismo”, calculado como la proporción de fragmentos
polimórficos según los criterios del 95% y el 99%. En la Tabla 17 se muestran los valores
obtenidos por oligonucleótido, por tipo de amplificación y en conjunto.
En el caso de los RAPDs y según el criterio del 95%, todas las poblaciones son
igualmente polimórficas, con un indice del 10%, aunque no todas presenten variabilidad para
los mismos fragmentos Este indice es algo superior si se considera el criterio del 99%,
llegando a ser deI 15% para la población de “La Generala” (GRL).
En el caso de la PCR únicamente son polimórficas las poblaciones del “Embalse de
Citruénigo” (NC) y “Oropesa” (ORO), con un 23,5% de media, tanto al 95 como al 99%.
Además sólo lo son para los fragmentos originados al emplear la pareja de cebadores MAE
1 U- 1 L. El resto de las poblaciones fueron totalmente monomórficas, y por lo tanto su índice
de polimorfismo estimado fue 0%.
El indice de polimorfismo obtenido para eJ conjunto de todos los datos es de] 9,8%,
siendo del 109/o para RAPDs (12% según el criterio del 99%) y del 9,4% para PCR.
Teniendo en cuenta el criterio del 95% para los resultados globales, las poblaciones más
polimóficas son ORO y NC (P=14,0%), mientras que al 99% las poblaciones de “Oropesa”
(ORO) y la “Laguna del Cristo” (CR) serían Ja más y menos variable, respectivamente.
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Tabla 17: Indice de fragmentos polimórficos por RAPDs y PCR al 95 y 99%.
Técnica Oligonuelcótido VG GRL CR ORO NC X
RAPDN 1<>-A 0,0 0,0 0,0 0.0 0,0 0.0
1—B 0,0 0,0 0.0 0,0 0,0 0,0
5—11 [1.3 11,3 11,1 11.1 11.1 11,1
13-B 25,0 25,0 37,5 25,0 25,0 27.5
*(375) *(500) *(375) *(375) (25.0) *(37,5)
7-F 25.0 25,0 0,0 25.0 25,0 20.0
184 0,0 0,0 0.0 0,0 0,0 0,0
P 10,0 10,0 t0,<) 10,0 10,0 10,0
*(12,5) *(15,0) *(10,0) *(12,5) *(10,0) *(12,<))
PCR MAE IU-IL 0.0 0,0 0,0 57,0 57,0 22,8
MAE 6U-6[ 0,0 (~O (LO (LO 0$) 0,0
MAE 101J—IOL 0,0 0,0 0,0 0.0 0,0 0.0
P <>,0 0,0 0,0 23,5 23,5 9,4
PCR ~ Todos 7,<) 7,0 7,0 14,<> 14,0 9,8
RAPDs *(8,g) *(10,5) *(7,<>) *(15,g) *(144>) *(11,2)
* Porcentaje dc fragmentos polimórficos al 99%.
3.3.3 Estima de la variabilidad 2enética interpoblacional. Distancias 2CflétiCSS y
árboles filo2enéticos
Como medida de la variabilidad genética interpoblacional se han estimado las
distancias genéticas por medio del índice de Nei (1972) considerando los resultados del
conjunto (PCR y RAPDs) de los 58 fragmentos amplificados (Tabla 18).
Las distancias obtenidas van desde 0,0011 a 0,0258, con una media de 0,0129. Estos
valores son, en general, mayores a los obtenidos con marcadores isoenzimáticos.
Según estos resultados, la población más alejada es la del “Embalse de Citruénigo”
(NC) y las más próximas “Vega del Guadiana” (VG) y la “Laguna del Cristo” (CR) (0,0011)
(Fig. 33),
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Tabla 18: Distancias genéticas obtenidas por el indice de Neí para fragmentos de amplificación
VG GRL CR ORO NC
VG 0.0(>00±OÁ)00()
GRL 0.0(117±0.0000 0.0000±0,0000
CR 0.0011±0,0000 0.0025±0,0000 0,0000±0,0000
ORO (>0116±0,0002 0.0123±0,0002 0,0116±0,0002 0.0000±0,0000
NC 0.0246±0,0004 0,0199±0,0003 00176+00003 0,0258±0.0005 00000+0 0000
X = O4>129+0,O(>29
VO: “Vega dcl Guadiana”.
“Embalsc de Cilménigo”
0,021
GRL: “La Generala”, CR “Laguna del Cristo”, ORO “Oropesa”. NC.






Figura 33 Dendrograma obtenido por el método
amplifícacrnn.
UPGMA para los fragmentos de
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4. ANÁLISIS CONJUNTO DE LOS CARACTERES BIOOUIMICOS Y
MOLECULARES
Con la finalidad de obtener una visión del conjunto de los resultados, se han calculado
las distancias genéticas considerando todos los marcadores analizados tanto a nivel
bioquímico como molecular. Tanto las distancias genéticas como los dendrogramas
obtenidos, según las diferentes hipótesis consideradas para la zona IV de esterasas, han
resultado muy similares, por lo que sólo presentamos una tabla de las distancias genéticas
obtenidas, asi como su dendrograma correspondiente (Tabla 19, Fig. 34). Las poblaciones
del “Dehesón del Encinar” (DEH) y “Las Bárdenas Reales” (NB) no han sido consideradas
en este apartado debido a que no fueron analizadas con caracteres moleculares.
Los resultados obtenidos en este apanado son parecidos a los obtenidos sólo con
RAPDs. Las distancias genéticas van de 0,0021 a 0,0186. La distancia media estimada es del
orden de 0,0 100. Las poblaciones más próximas son “Vega del Guadiana” (VG) y la
- “Laguna del Cristo” (CR), que a su vez están más próximas a “La Generala” (GRL) que al
resto. La población del “Embalse de Citruénigo” (NC) es la que presenta una mayor
distancia al resto de las poblaciones. Estas relaciones son claremente visibles en el
dendrograma de la Figura 34.
Tabla 19: Distancias genéticas obtenidas con el indice de Nei para todos los caracteres isoenzimáticos
x moleculares analizados, en el caso de un control génieo de tres Ioci para la zona IV de esterasas.
110 GRL CR ORO NC
VG 0.0000±0,0000
GRL 0,0028±0.0000 0,0000+0 0000
CR 0,0021±0.0000 0,0040±0,0000 0,0000±0,0000
ORO 0,0092±0,000l 0,0092±0,0001 0,0087±0,0001 0,0000±0,0000
NC 0.0186±0,0002 0,0149±0,0002 0,0127±0,0001 0,0181±0,0002 0,0000±0,0000
X = o,o100+o,ooi1
VG: “Vega del Guadiana”, GRL: “La Generala”, CR: “Laguna del Cristo”. ORO: “Oropesa”, NG:
“Embaise de Citruénigo”.
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Figura 34: Dendrograma obtenido por el método ITPGMA para el conjunto de los caracteres
tsoenñmáticos y moleculares en el caso de un control génico de tres loci para la zona TV de
esterasas
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Los resultados obtenidos en este trabajo indican que el número cromosómico de la
especie es 2n=48 (Fig. 9) coincidiendo con lo señalado por otros autores (Nygren et al.,
1975; Cataudella et al,, 1977; Herberovic et al., 1978; Hafez et al., 1978a).
El número fundamental (NF=~86) y la morfología de los cromosomas descritos (8
pares metacéntricos, 1 1 submetacéntricos y 5 acrocéntricos) no coinciden con los de otros
autores. Se han estimado valores de NF que van desde 90 (Mayr et al., 1986) hasta 80 (Wolf
et al., 1969). 1-lafez et al. (1978a) estiman un número de brazos cromosómicos de 86 en un
cariotipo que, salvo en la clasificación de un par cromosómico, es idéntico al de este trabajo.
Varios autores justifican estas contradicciones en los cariotipos de las especies piscicolas por
la dificultad de obtener buenas placas metafásicas, ya que suelen tener números
cromosómico elevados y cromosomas de pequeña longitud (Gold, 1984; Hafez et al.,
1978a).
La poliploidía es un fenómeno raro en vertebrados superiores, pero no en los
inferiores, sobre todo en peces, donde se ha observado una gran diversidad en cuanto al
tamaño del genoma (Ohno et al., 1967; Wolf et al., 1969). Hay especies poliploides en
ciprínidos, cipriniformes (que incluyen a los anteriores) y teleósteos en general. Todos los
datos existentes hasta el momento, tanto cariotipicos como de apareamiento meiótico y de
análisis cuantitativos sobre el contenido nuclear de ADN, permiten clasificar los cariotipos
con lOO cromosomas como tetraploides, mientras que los diploides muestran, en general,
48-SO cromosomas (Ohno et al., 1967; Schmídtke et al., 1975). Todos estos datos permiten
asumir que la tenca pertenece al grupo de las especies diploides de la familia (igv;ÁÁLÚk. La
naturaleza diploide de la tenca está avalada además por los valores del contenido nuclear en
ADN obtenidos por Wolfet al. (1969) y Hafez et al. (1978b).
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La ausencia de polimorfismos cromosómicos numéricos o estructurales, sobre todo de
fusiones o fisiones céntricas, observada en esta especie, coincide con lo descrito en otros
ciprínidos. Amemiya y GoId (1988, 1990) observan que, en contraste con la gran diversidad
morfológica que presentan los ciprinidos, los cambios en el cariotipo son mínimos. Este tipo
de polimorfismos cromosómicos son, sin embargo, un proceso frecuente en otros teleósteos
como los salmónidos, familia en la que, junto con la poliploidia, juegan un importante papel
evolutivo (Hartley, 1987). El monomorfismo observado en tenca puede deberse, entre otras
razones, a una gran proximidad o similitud genética entre las poblaciones analizadas, como
ya se discutirá en los apartados dedicados a los caracteres bioquímicos y moleculares.
1.2. Bandeo C. Tinción areéntica. Tincién con cromonúcina A3
El patrón de bandeo C de la tenca muestra una gran uniformidad, con una distribución
de la heterocromatina fundamentalmente centromérica y telomérica. También se observa en
posición intersticial en unos pocos brazos largos cromosómicos, así como algunos brazos
cortos completamente heterocromáticos (Fig. 11). La región organizadora nucleolar es
heteropienótica negativa, como en otras especies piscícolas (Admeida-Toledo et al., 198 1;
Moreira- Filho et aL, 1984)
El patrón de distribución de la heterocromatina obtenido en este trabajo es
básicamente el mismo que el descrito por Hafez (1979) y además coincide con el patrón
general de vertebrados establecido por GoId et al. (1986). Para estos autores la mayoría de
las especies de peces poseen cantidades relativamente pequeñas de heterocromatina,
principalmente centromérica y también telomérica. El patrón obtenido por nosotros muestra
pequeñas variaciones cuantitativas y cualitativas con respecto al de Hafez (l.c.), variaciones
que pueden ser el resultado de la elevada variabilidad que presenta la heterocromatina
constitutiva en todos los seres vivos estudiados hasta el momento (John, 1988).
Sólo se ha observado variación en el patrón de bandeo C para la presencia del bloque
heterocromático de los pares cromosómicos 6 y 8 (Fig. 11). Como era de esperar, las
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frecuencias de los distintos cariomorfos fueron muy similares en las poblaciones de “El
Dehesón del Encinar” (DEH) y “Vega del Guadiana” (VG), ya que la primera es una
muestra de la segunda. La población del “Embalse de Cintruénigo’ (NC) presentó una
frecuencia génica similar a la de estas dos poblaciones para el bloque heterocromático del
par 6, estando en todos los casos próxima a un valor de 0,75. Sin embargo, para el bloque
del par cromosómico 8, las poblaciones DEH y VG presentaban una frecuencia de 0,5
mientras que en NC era 0,77 (Tabla 8). La población NC es diferente también a niveJ
bioquimico y molecular
La tinción argéntica sólo ha teñido diferencialmente la región organizadora nucleolar
localizada en el par cromosómico 3, como ya se discutirá en el siguiente apartado.
La tinción con cromomicina A3 sólo permite identificar tres pares cromosómicos: 3,
II y 15. La banda del par 3 se corresponde con la región organizadora nucleolar. Esta
diferenciación de la región organizadora nucleolar con cromomicina A3 es frecuente en
peces, a diferencia de lo que sucede en mamíferos (Amemiya y GoId, 1986). Las bandas de
los pares II y 1 5 eran también heteropicnóticas para el bandeo C. Esto, junto con el hecho
de que algunos centrómeros mostraron también pequeñas bandas fluorescentes, está de
acuerdo con la similitud existente entre algunos patrones de bandeo C y cromomicina A3
(Schmid y Guttenbach, 1988).
La cromomicina A3 se liga preferencialmente a regiones cromosómicas ricas en pares
de bases G-C. El hecho de que sólo se hayan observado tres pares cromosómicos con una
banda fluorescente podría indicar que los pares G-C están homogéneamente distribuidos por
el genoma, como se ha observado en numerosas especies de peces y anfibios (Schmid y
Guttenbach, 1 .c. ) -
Se ha dado mucha importancia al hecho de que la cromomicina A3 permite el estudio
de las regiones organizadoras nucleolares ya que, a diferencia de la tinción argéntica que
sólo tiñe aquellas regiones que hayan sido activas en la interfase previa, la cromomicina tiñe
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directamente la molécula de ADN y por tanto es más representativa del número y tamaño de
dichas regiones.
1.3. Re2iones oreanizadoras nucleolares
Con las diferentes técnicas de tinción empleadas en este trabajo, sólo ha aparecido el
par 3 como organizador nucleolar (Figs. 9, lO, 12 y 13), situándose la región NOR
intersticialmente, como ya señalaron Mayr et al. (1986) con tinción argéntica y cromomicina
A3. La observación de un par de nucleolos en núcleos interfásicos, tanto con la tinción
argéntica como de fluorescencia, es otro indicio de la existencia de un único par organizador
nucleolar. Mayr et al. (1986) observaron un bajo porcentaje (1,5%) de núcleos interfásicos
con tres nucleolos, explicándolo por la aparición poco frecuente de células poliploides.
Amemiya y GoId (1986) consideran que el que haya un único par cromosómico
organizador nucleolar es una condición primitiva en el grupo de los ciprinidos, de la que se
ha derivado, en ciertas ocasiones, la presencia de algún par adicional. Esta hipótesis coincide
con la de Schmid (1978), para quien un único par organizador nucleolar es una condición
primitiva en la mayoría de los vertebrados,
El polimorfismo observado en cuanto al tamaño y la localización de la región NOR se
ha puesto de manifiesto con las técnicas de tinción convencional, argéntica y de
fluorescencia, lo que indica que son modificaciones estructurales y no funcionales; es decir,
que no son variaciones debidas a que se exprese un mayor o menor número de cistrones de
la región organizadora nucleolar. Estas variaciones, que se pueden presentar en
heterocigosis u homocigosis, a diferencia de lo señalado por otros autores, para los que
estas modificaciones se observan sólo en heterocigosis (Thode et al., 1985b; Martínez et al.,
1991), pueden tener su origen en una duplicación de dicha región y/o en otro tipo de
modificaciones, como pudiera ser una inversión o una translocación. En cualquier caso, son
necesarios al menos dos fenómenos para explicar las variaciones observadas tanto en el
tamaño del NOR (Figs. 12 b,c) como en su posición (Figs. 12 d). La frecuencia de
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individuos con una constitución normal en el par 3 es del 48%. El 52% restante presentan un
fenotipo diferente al establecido como normal e incluyen todos los tipos de modificaciones
observadas para esta región, tanto si están presentes en heterocigosis como en homocigosis
(Tabla 9t En otras especies se han estimado frecuencias de individuos polimórficos para
esta legión incluso más elevadas que las presentadas en este trabajo, por ejemplo un 69%
para SÚ+,. /v.-Í~ y Jn.~ /r+v (Martínez et al., J 991).
La población que presentó un mayor porcentaje de individuos con polimorfismos para
esta región fue la de “Oropesa” (ORO) (75%), población que además resultó ser la más
variable para caracteres isoenzimáticos y moleculares. La población con un menor
porcentaje fue la de “Las Bárdenas Reales” (NB) (25%) que también presentó un nivel de
variabilidad bajo para caracteres isoenzimáticos. En general, los porcentajes obtenidos en las
distintas poblaciones se corresponden con los valores de variabilidad obtenidos para
caracteres bioquímicos y moleculares, excepto en el caso de la población “Vega del
Guadiana” (VG) que presentó un elevado porcentaje de individuos polimórficos para esta
región, cuando para los otros caracteres la estima de variabilidad fije baja.
Este polimorfismo para la región organizadora nucleolar, que no ha sido descrito
anteriormente en esta especie, parece ser un fenómeno frecuente en peces. Actualmente
existen datos suficientes como para apreciar la existencia de un comportamiento
heterogéneo de estas regiones en peces (Moreira-Filho et al., 1984; Phillips e Ihssen, 1985a;
Sánchez et al., 1990; Lozano et al., 1991). Las variaciones observadas suelen ser en cuanto
al número de dosis, como se ha visto en xtL~Úmwí- (Morelli, 198 1); tamaño de la región,
género ~~‘i>~-~ (Galetti et al., 1984) y localización del NOR, como ocurre en &ftmkrm-úu- y
wwt (Foresti et al., 1981). En ciprínidos no ha sido un fenómeno muy
estudiado y de hecho sólo existen referencias a dichos polimorfismos en ciprinidos
norteamericanos (Amemiya y GoId, 1986, 1988, 1990a, b).
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Ritossa et al. (1966) consideran que la redundancia genética de las regiones de ADNr
las hace más susceptibles a que se produzcan sobrecruzamientos desiguales y en
consecuencia, duplicaciones y deleciones espontáneas, de tal manera que la cantidad de
ADNr presente en estas regiones puede sufrir modificaciones. La tendencia de los
cromosomas portadores de las regiones NOR a asociarse para organizar el nucleolo, puede
facilitar el que se produzcan sobrecruzamientos desiguales contribuyendo a la variabilidad
numérica observada en estos cistrones (Ruiz, 1982).
1.4. Cromosomas sexuales
Los resultados obtenidos en este trabajo no han mostrado la diferenciación de ningún
par eromosómico como par sexual, tanto en células mitóticas como meióticas. No hay
ningún indicio de la presencia de pares cromosómicos heteromórficos, tanto a nivel de la
morfología cromosómica como de los patrones de bandeo de los mismos, que permitan
apuntar la existencia de cromosomas sexuales. La ausencia de bivalentes heteromorfos o
univalentes en metafase 1 es una confirmación adicional respecto a la ausencia de
heterocromosomas sexuales.
En numerosas especies piscícolas la determinación del sexo parece ser completamente
poligénica, sin evidencia genética ni citológica de heterogamia en cromosomas sexuales
(GoId, 1979). El sistema de determinismo sexual poligénico en el que los genes sexuales
están repartidos en los autosomas, parece ser el más frecuente en ciprínidos (Hafez et al.,
1978a).
Aunque no se ha determinado la presencia de heterocromosomas sexuales mediante las
técnicas de tinción cromosómica empleadas en este trabajo no se puede descartar su
existencia. De hecho, con las técnicas de bandeo cromosómico se han podido detectar, en
algunos casos, pequeñas diferencias estructurales entre cromosomas sexuales aparentemente
homomórficos, como ha ocurrido en: i/<&ÚA. (Bertollo et al., ¡978), dpa~ñL~tíj~%ií~
(Moreira-Filho et al., 1980) o q~ma~úI (Phillips y Lhssen, 1985b), etc..
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2. CARACTERIZACiÓN BIOOUÍMICA
Según Nei (1973). Nei y Roychodhury (1972, 1974) y Lewontin (1974), la obtención
de una estima fiable de la variabilidad genética presente en las poblaciones naturales requiere
el análisis de un elevado número de loci de una muestra tomada al azar del genoma. Por
esto, uno de los objetivos de este trabajo ha sido describir e interpretar genéticamente el
mayor número posible de loci detectables electroforéticamente, así como evaluar su
capacidad potencial de ser utilizados en análisis poblacionales.
Dada la imposibilidad de realizar cruzamientos que nos permitan analizar la herencia
de las diferentes bandas, la base genética de los sistemas enzimáticos estudiados debe
inferirse de los patrones observados. Para su interpretación se usaron tres criterios: 1)
comparación de la expresión de los loci en diferentes órganos y tejidos; 2) análisis de los
datos poblacionales; 3) comparación de los patrones de bandas obtenidos con la estructura
cuaternaria y control génico de proteínas análogas descritas en otros teleósteos.
En la determinación de la estructura cuaternaria de los sistemas isoenzimáticos se ha
tenido en cuenta que la presencia de bandas heterodiméricas, constituidas por cadenas
polipeptidicas codificadas por diferentes loci, pone de manifiesto la estructura dimérica de
una enzima. Sin embargo, la ausencia de formas heterodiméricas no determina la estructura
monomérica de la enzima, ya que el hecho de que no se detecten heterodímeros puede
deberse a que la enzima sea monomérica o también a que, aun siendo dimérica, no se unan
las cadenas polipeptidicas de diferentes loci por tener diferente localización subcelular, o
porque el heterodímero, aunque exista, no sea funcional.
Tanto el control genético conjmo la estructura cuaternaria de los diferentes sistemas
isoenzimáticos analizados, coinciden con lo descrito en ciprinidos y teleósteos en general,
excepto para AAT, ACPH, ADH, EST, IDH y ME,
Los resultados obtenidos para la enzima AAT con respecto a la existencia de una zona
catódica y otra anódica (Fig. 18) son bastante similares a los de otros ciprínidos, en los que
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se relacionan las zonas catódicas y anódicas con las fracciones subeelulares citosólicas y
mitocondriales respectivamente (Ferris y Whitt, 1977a, b; Woods y Buth, 1984). Estos
autores describen la existencia de un locus para la zona anódica en ciprínidos diploides, a
diferencia de los dos loci descritos en tenca. Sin embargo, en numerosas especies
tetraploides de la familia ~i4tÑí¿ÚL¿(del mismo orden que los ciprínidos), se observan hasta
tres loci para esta zona anódica (Buth, 1979). Según este autor, la existencia de estos tres
loci en todas las especies del género J/S¿w’Én¿n puede representar la expresión de una
duplicación en tándem sobre uno de los loci duplicados previamente por poliploidía,
duplicación que puede haberse dado en un ancestro común de la tribu Moxomastini y
persistir en varias lineas.
Dada la proximidad de las familias C~¡pírá½y U0k vúbi-, podemos suponer que la
existencia de dos loci en la zona anódica de AAT en tenca provenga de una duplicación,
directamente en dicha especie, o derivada de una que se haya producido en un ancestro
común a estas dos familias y que permanezca en algunas especies de las mismas.
Las fosfatasas ácidas de la tenca parecen estar codificadas por dos loci según los
resultados obtenidos en este trabajo (Fig. 19). En otros ciprinidos sólo se ha observado
actividad para un locus (Ferris y Whitt, 1 977a, b; Buth y Burr, 1 978; Crabtree y Buth,
1981). Sin embargo, se han descrito dos loci en otra especie diploide, 7-qníw~A~¿Ls. U9PflÚtdtit,
cuya familia pertenece al mismo orden que los ciprinidos (Rainboth et al., 1986).
La enzima ADH ha sido descrita como dimérica y con un control genético
caracterizado por la existencia de un único locus en la mayoría de los cipriniformes ( Ferris y
Whitt, 1977a, b, c; Buth, 1979; Woods y Buth, 1984), a diferencia de lo observado en este
trabajo, donde se han descrito dos loci para ADH. En el género % se ha observado
un patrón de ADH similar al descrito en tenca para esta enzima (Van der Bank et al., 1989).
Cruz et al. (1982) encuentran para estas especies del género (t2Úck’wá una gran actividad
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de la alcohol deshidrogenasa y atribuyen a esto la adaptación de las mismas a aguas con muy
bajas concentraciones de oxígeno. Una situación similar podría estar ocurriendo en tenca,
especie adaptada también a aguas con bajos niveles de oxigeno.
La enzima isocitrato deshidrogenasa tiene dos zonas de actividad con diferente
expresión tisular en tenca La zona más lenta, predominante en corazón, está codificada por
un locus. La zona más rápida, especifica de hígado, esta codificada por dos loci (Fig. 21).
Estas dos zonas pueden corresponderse con las formas mitocondriales y citosólicas
señaladas en otros ciprinidos, tales como en el que se ha descrito la
existencia de un solo locus para cada zona (Woods y Buth, 1984). El hecho de que se hayan
descrito dos loci para la zona anódica de tenca puede deberse, al igual que en el caso de la
enzima AAT, a que se haya dado una duplicación en esta especie, o bien a que exista una
duplicación ancestral que se manifieste solo en algunas especies de la familia.
Los resultados obtenidos en este trabajo para la enzima ME, sólo permiten decir que al
menos existe un locus para esta enzima. En otros ciprinidos se han descrito dos zonas
codificadas por un locus cada una (Woods y Buth, 1984). La diferencia entre estos datos y
los nuestros puede deberse a haber obtenido una mala resolución para este sistema
isoenzimático o bien a que realmente sólo haya un locus activo en tenca.
Las esterasas son un sistema isoenzimático con baja especificidad de sustrato
constituido por al menos diez isoenzimas, que se han agrupado en cinco zonas, siendo
variables las correspondientes a la zona IV. Este patrón no se diferencia en gran medida de
lo descrito anteriormente para esta enzima, si se tiene en cuenta que debido al elevado
número de bandas y zonas que presenta este sistema isoenzimático, la mayoría de los autores
sólo interpretan una o dos zonas de las tres o cuatro que suelen citarse en otros trabajos
sobre peces como barbos (Machordom, 1992) o salmónidos (Andersson et al., 1983).
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Además, conviene señalar que nosotros hemos teñido simultáneamente las a y f3 esterasas,
mientras que en muchos de estos trabajos únicamente se tiñe uno de los dos sistemas.
Respecto a la variabilidad detectada en la zona IV de esterasas, en este trabajo se han
considerado varias explicaciones posibles respecto a su control genético, entre otros motivos
para comprobar como puede influir el que se de una u otra interpretación en las estimas
finales de la variabilidad genética tanto intra como interpoblacional. Aun en el caso de
considerar la hipótesis del número menor de loci que pueda explicar la variación de esta
zona (tres loci), hay que considerar la existencia de un alelo nulo, lo que no se ha descrito en
otras especies de peces, bien porque realmente no los hay, bien porque corresponden a los
loci que controlan aquellas zonas de esterasas que no han sido interpretadas.
3. CARACTERIZACIÓN MOLECULAR
El análisis de los productos de amplificación del ADN genómico ha permitido estudiar
un total de 57 fragmentos (40 con RAPDs y 17 con PCR). De estos 57 fragmentos, sólo 10
resultaron variables, correspondiendo a fragmentos amplificados con los oligonucleótidos 5-
8, 13-8, 7-F y MAE 1 U-IL. Esta variabilidad se detecta como presencia o ausencia de los
fragmentos amplificados analizados.
Las ventajas de la amplificación por RAPDs para cuantificar la variabilidad genética
serían: el número ilimitado de oligodecámeros de secuencia aleatoria que se pueden emplear
asi como el que los fragmentos de ADN amplificados serán una muestra más representativa
del genoma, ya que corresponden, en principio, a cualquier región del genoma, sea o no
codificadora, secuencias únicas o repetidas, debido a que los oligonucleótidos empleados
como cebadores amplificarán todas aquellas regiones que presenten una secuencia bastante
homóloga, si bien presenta el inconveniente de comportarse como caracteres dominantes.,
Las parejas de oligonucícótidos de genes especificos corresponden a secuencias de
genes estructurales de J1~h.-¿ <)víhwÑ. Evidentemente, el fragmento de ADN amplificado en
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tenca no tiene por qué ser homólogo al de trucha arcoiris, dado que pertenecen a taxones
diferentes, Además, dadas las condiciones poco restrictivas de anillamiento de los cebadores
(45 o(’) se pueden amplificar fragmentos de ADN no necesariamente homólogos, por lo que
la identificación de la secuencia de trucha como uno de los fragmentos obtenidos de tenca se
hace más dificil. Esto nos permite considerar la posibilidad de que el comportamiento en la
amplificación del ADN a partir de estos cebadores se pueda asimilar al de los “RAPDs”, ya
que algunos de los fragmentos pueden corresponder a genes de secuencia específica y otros
ser fragmentos de cualquier región del genoma que presenten una secuencia semejante a la
del cebador empleado, aunque también puede suceder que estos genes estructurales tengan
más de una copia.
Aun asi, podríamos considerar la posibilidad de que el fragmento 2, de
aproximadamente 700 pb, obtenido a partir de la pareja de oligonucleótidos MAE 1 U- 1 L se
corresponda a una secuencia homóloga a la de trucha arcoiris, dada la similitud de longitud y
el que sea el fragmento más amplificado. Igualmente, el fragmento de 620 pb obtenido con
la pareja de cebadores MAE 6U-6L, podría tener una secuencia homóloga a la
correspondiente al ADNc de la proteína de choque térmico de 70 Kd de trucha arcoiris. Una
situación similar se daría para la banda 5, con un tamaño aproximado de 600 pb, y
procedente de la amplificación con MAE 1 OU- IaL. No obstante, para confirmar la
homología seria necesario realizar pruebas de hibridación y secuenciación.
En los patrones electroforéticos de los fragmentos amplificados de ADN que hemos
considerado válidos para el análisis genético, se ha observado variación en cuanto a la
presencia o ausencia de determinados fragmentos. Es probable que esta variación se
produzca en la secuencia homóloga a la del cebador y no en la zona interna del fragmento
amplificado. Es de esperar que aquellos cambios que se produzcan dentro del fragmento
amplificado no afecten al proceso de reconocimiento de la región homóloga al cebador, Sin
embargo, podrían ser detectables, por ejemplo, aquellas modificaciones que se den en la
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región interna del fragmento y que afecten a su tamaño. En este caso se observaria la
aparición de un fragmento amplificado con un tamaño mayor o menor que el original
(variación que no se ha detectado en este trabajo), o también la desaparición de la banda
debido a que el tamaño del fragmento ibera lo suficientemente grande como para no poder
ser amplificado con la técnica empleada. Las modificaciones que se den en la región
homóloga a la del cebador podrían deberse a deleciones o inserciones que afecten a la
secuencia diana del ADN molde, a la sustitución de alguna base o incluso también a la
existencia de alguna translocación o inversión que afecte a dicha zona, aunque esta última
posibilidad no es tan probable debido a su pequeña longitud (10 ó 17 pb).
4. ANÁLISIS DE LA VARIABILiDAD GENÉTICA
4.1. Variabilidad ilenéÉiCa intrapoblacional: Indice de nolimorfismo. Heterociposidad
2éníca media
.
Los resultados obtenidos en este trabajo a nivel bioquímico muestran como de los diez
sistemas isoenzimáticos estudiados en el análisis poblacional (Tabla 10), sólo uno, el de
esterasas, presentó variabilidad. El hecho de que sólo haya variación para este sistema ha
sido descrito en otras especies piscícolas, como ~&iá&¿ ~u/vÑÉt&iwc¿%,(Berrebi et al., 1988) y
v~(’t4’fhtl¿1 dp kw>. (Ferguson, 1981). Además, este sistema isoenzimático suele ser variable en
la mayor parte de las especies en las que se ha analizado (Kornfield et al., 1981; Andersson
et al., 1983: Hallerman et al., 1986; Hindar et al., 1986; Seeb et al., 1987; Ammerman y
Morizot, 1989).
El que las esterasas constituyan un sistema enzimático normalmente polimórfico se
explica por su naturaleza y actividad. En general, las restantes enzimas analizadas tienen una
actividad catalítica muy especifica, fundamental para la vida del organismo, correspondiendo
a rutas bioquímicas concretas e importantes y además, suelen estar controladas por un bajo
número de loci. Sin embargo, las esterasas presentan una baja especificidad de sustrato,
ios
actúan en ciclos muy variados y dada su gran versatilidad están controladas por un gran
número de loci. En cierto modo es lógico que este sistema, u otros similares, presenten más
frecuentemente variantes alélicas neutras para el organismo. El hecho de que haya unos
sistemas isoenzimáticos muy variables y otros monomórficos pone de manifiesto la
necesidad de realizar las estimas de la variabilidad genética con el mayor número de loci
posible (Nei, 1973; Lewontin, 1974), para disminuir el error que se puede tener en el
muestreo de estos sistemas isoenzimático.
Respecto a los caracteres moleculares, de los seis RAPDs, tres mostraron variabilidad
mientras que en el caso de las tres parejas de cebadores usadas en PCR sólo dio fragmentos
polimórficos una de ellas, MAE IU-IL (Tabla 16).
Los loci isoenzimáticos y los fragmentos de ADN examinados en el presente estudio
no fueron seleccionados de acuerdo con ninguna información previa respecto a si son
sistemas variables o no, por lo que se puede considerar que proporcionan una estima fiable
de la variabilidad genética presente en poblaciones españolas de tenca.
Los valores de polimorfismo obtenidos en este trabajo para los caracteres
isoenzimáticos y moleculares (Tablas 13 y 17) son, en general, bastante similares.
A la vista de los resultados, podría decirse que los indices de polimorfismo obtenidos
con RAPDs son algo superiores al resto. Esto es lógico ya que, aparte de considerar un
número mayor de marcadores (40 fragmentos), éstos pueden corresponder a secuencias no
codificadoras (intrones, secuencias altamente repetidas, etc.) y por lo tanto ser una muestra
más representativa del genoma y, en consecuencia, ofrecer una estima de la variabilidad
genética más real. A pesar de esto, las diferencias observadas entre las estimas de
polimorfismo obtenidas por RAPDs e isoenzimas son pequeñas, lo que podría deberse a:
- la variabilidad genética existente en las poblaciones estudiadas se corresponde con la
estima obtenida en este trabajo, lo que implicaría que el aumentar el número de marcadores
estudiados no conlíevaria un aumento de las estimas.
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- con RAPDs sólo se detectan aquellas variaciones que afecten a la secuencia
homóloga al cebador (1 Opb) o al tamaño del fragmento a amplificar, mientras que con las
isoenzimas se detectan todas las variaciones que puedan encontrarse en la secuencia
codificadora y que afecten a la carga neta de los aminoácidos.
En el caso de las estimas obtenidas por PCR, es importante destacar que hubo dos
poblaciones (ORO y NC) que presentaron un indice de polimorfismo muy elevado (22%)
mientras que dicho valor fue nulo (0%) en el resto de las poblaciones, de tal forma que para
las primeras poblaciones el valor estimado fue superior al de RAPDs e isoenzimas y para las
últimas, inferior. Esta técnica amplifica teóricamente fragmentos que se corresponden con
genes de secuencia única, de tal forma que se esperaría obtener estimas similares a las
calculadas con isoenzimas, e incluso inferiores, debido al tipo de variaciones que permite
detectar (indicadas en el párrafo anterior). Esto justificaria que con las parejas de
oligonucleóticos MAE ÓU-6L y MAE IOU-1OL todas las poblaciones sean invariables y que
para el par MAE i U- i L haya tres poblaciones totalmente monomórficas. De hecho, si se
hace una estima del polimorfismo considerando simultáneamente los fragmentos obtenidos
por RAPDs y PCR, el resultado es prácticamente igual al obtenido por isoenzimas. Sin
embargo, hay que tener en cuenta que todos los fragmentos observados para PCR no tienen
por qué corresponder a genes de secuencia única, ya que puede haberse dado algún
anillamiento inespecífico de los cebadores a otras regiones del ADN, y por tanto, como ya se
indicó anteriormente, comportarse de forma parecida a los ‘RAPDS”, con lo que parte de la
variabilidad detectada no correspondería a los genes de secuencia unica.
El que para PCR haya dos poblaciones (ORO y NC) con un alto nivel de polimorfismo
(22%) es explicable por ser dos poblaciones, sobre todo ORO, que mostraron un elevado
valor de variabilidad genética para todos los caracteres analizados, incluso cuando se estima
la heterocigosidad génica media para caracteres isoenzimáticos.
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botella”, favorecidos por el hábitat restringido de estas poblaciones. Lagunas de tamaño
finito, aisladas de los sistemas de drenaje, son hábitat inestables, tendentes a sufrir
desequilibrios ecológicos, tanto naturales (sequía) como artificiales (pesca masiva).
Las estimas obtenidas en este trabajo, tanto para los indices de polimorfismo como
para la heterocigosidad génica media, son inferiores a las descritas para este taxón: un índice
de loci polimórficos del 15,2% y una heterocigosidad génica media de 5,13% (Nevo, 1978)
ó 5,4% (Avise y Aquadro, 1982). Sin embargo, los valores observados para tenca están
dentro del rango descrito en ciertas especies de teleósteos, sobre todo en las de agua dulce:
entre un O y un 4% en varias especies de ciprínidos (Avise, 1 977a, b); un 12% en
(Machordom, 1992) y entre el O y el 9% en varias poblaciones francesas de {3Ñ4k¡£
~-rtiia’,~h (l3errebi et al., 1988). Respecto a la heterocigosidad génica, Avise (197/a, b)
estima en ciprinidos una heterocigosidad del O al 15,4% con una media del 5,2%. Cataudella
et al. (1986) observan una heterocigosidad génica del 2% en ¿‘~gi,trwñ mnpk~ y Cross y Ward
(1980) del 3% en poblaciones norteamericanas de salmones, estima que según Andersson et
al, (1981) es del orden del 1 ó 2% en el norte de Europa.
Además, en este trabajo no se han encontrado diferencias muy marcadas entre el
indice de polimorfismo al 95% y al 99 %, a diferencia de lo observado en otras especies
(‘i’Kp¡~ &r<*’tyac), donde el porcentaje de polimorfismo varia del 13,9% a 38,9%. (Andersson
etal., 1981)
4.2. Identificación de poblaciones
Entre todos los loci isoenzimáticos y fragmentos de ADN amplificados no se ha
podido identificar ningún marcador que esté exclusivamente en alguna población, pero si hay
caracteres que al menos permiten rechazar la pertenencia de los individuos a algunas
poblaciones, como es el caso de la banda EST-9 (80), que no aparece nunca en las
poblaciones VG y CR, mientras que en el resto lo hace con una frecuencia lo suficientemente
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grande como para considerar que si se estudia una muestra de estas poblaciones se
detectaría dicha banda.
Respecto a los caracteres moleculares, la presencia en algún individuo de los
fragmentos de 1 700 y 1625 pb obtenidos con el oligonucleótido 13 -B, permite rechazar la
posibilidad de que la población sea la del “Embalse de Cintruénigo” (NC). Asimismo,
aquellas muestras de poblaciones en las que se observe la ausencia de las bandas de 780 a
600 pb del oligonucleótido MAE 1 U- 1 L permite rechazar la posibilidad de que pertenezcan
a las poblaciones “Vega del Guadiana” (VG), ‘La Generala” (GRL) o “La Laguna del
Cristo” (CR). La ausencia de la banda de 1400 pb del oligonucleótido 13-B indicaría que la
muestra no pertenece a la población de “Oropesa” (ORO).
Estos caracteres pueden servir de diagnóstico para poder diferenciar unas poblaciones
de otras, lo que es de gran importancia en la determinación de si la población que se está
estudiando pertenece o no a diferentes “stocks”.
4.3. Variabilidad 2enét¡ca internoblacional: Distancias 2enéticas. Dendrogramas
En este trabajo se han obtenido las estimas de las distancias génicas medias
interpoblacionales para caracteres isoenzimáticos (Tabla 1 5), moleculares (Tabla 18) y para
el conjunto de todos los marcadores (Tabla 19). En el primer caso se obtiene una media del
orden de 0,003 ó 0,005 según la hipótesis considerada para las esterasas, en el segundo caso
de 0,0 129 y en el tercero de 0,0100.
En el caso de las distancias genéticas estimadas para los caracteres isoenzimáticos,
los valores globales obtenidos según las diferentes hipótesis de control genético de la zona
IV de esterasas son, en general, muy similares, siendo del orden de 0,0000 a 0,0 127 como
máximo. Sin embargo, existen diferencias respecto a cuáles son las poblaciones que están
más distanciadas, lo que se observa más claramente en los dendrogramas. Del mismo modo
se observa que las distancias obtenidas con isoenzimas o fragmentos de ADN no son iguales,
siendo además, en el último caso, mayores.
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Estos resultados ponen de manifiesto las diferencias que pueden obtenerse con un tipo
de marcadores u otrO. Por esto consideramos que el resultado más fiable es el que considera
el conjunto de todos los caracteres analizados, ya que las distancias y los dendrogramas
obtenidos no varían con las distintas hipótesis consideradas para las esterasas. Se podría
pensar, que al tener en cuenta todos los marcadores se reduce el error que conlíeva una
interpretación errónea del control génico de las enzimas así como el considerar unos
carateres que realmente no constituyan una muestra al azar del genoma. Además, las
distancias y el dendrograma final son muy parecidos a las obtenidas para caracteres
moleculares, lo que indica que cuanto mayor sea el número de marcadores estudiados (57
fragmentos de ADN frente a unos 24 loci isoenzimáticos), aparte de su mayor
representación de una muestra del genoma, el error que se puede tener en las estimas
confirma lo señalado por Nei (1987) respecto a que para realizar una estima correcta de las
diferencias genéticas entre poblaciones muy relacionadas es necesario examinar un elevado
número de marcadores.
Las distancias genéticas estimadas para caracteres isoenzimáticos están, en general,
dentro del rango (0,002 a 0,065) indicado por Shaklee et al. (1982) para poblaciones de un
gran número de especies piscícolas, tanto de agua dulce como salada. Por debajo de este
rango, las poblaciones pueden ser consideradas de un mismo “stock”. En cualquier caso, las
estimas obtenidas en este trabajo pueden ser consideradas bajas, ya que, en general, están en
el limite inferior de estas distancias. No se puede realizar una comparación similar con las
estimas obtenidas para caracteres moleculares, ya que estos rangos se han establecido a
partir de los estudios bioquímicos existentes hasta el momento, estudios que no existen para
fragmentos de amplificación de ADN genómico en peces. Aun así, y a la vista de los
resultados obtenidos en este trabajo, podríamos decir que las poblaciones DEH, VG, NB,
GRL y CR pertenecen a un mismo grupo reproductor o “stock” mientras que las poblaciones
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NC y ORO, que pueden pertenecer al grupo anterior, por precaución no deberían ser
consideradas como un mismo “stock” de cultivo.
Distancias similares a las obtenidas en este trabajo para loci isoenzimáticos han sido
descritas en otras especies de teleósteos: 0,003 en lÚLitkwt a4Á¡raz¿ (Andersson et al., 1981)
0,001 en .4½-Á¿ ¡-?tx (Ryman y Stahl, 1981), 0,002 en rrnrv+ (Okazaki, 1986);
~,t.:/tíL1 ‘>-t~ 0/1 ~iw= (Crozier, 1987), bijrnúni¿t¿ pL-
1ft14u. (Brulé, 1 989) y ¿t4i<t
(Andersson et al., 1981).
Para finalizar, hay que resaltar que en el árbol obtenido para caracteres bioquímicos se
puede observar la distancia de 0,000 obtenida para las poblaciones del “Dehesón del
Encinar” (DEH) y “Vega del Guadiana” (VG), lo que es coherente con el hecho de ser la
primera una muestra de la segunda. Además, estas poblaciones presentaron un índice de loci
polimórficos y una heterocigosidad génica media similar, al igual que lo son las frecuencias
génicas obtenidas para la zona IV de esterasas.
Como resumen podríamos decir que tanto los niveles estimados de variabilidad
genética intrapoblacional como los de las distancias genéticas son en general bajos. Hay
bastantes autores (Andersson et al., 1981; Berrebi et al., 1988;) que señalan que la baja
variabilidad observada en las especies de ciprínidos y salmónidos puede deberse a efectos de
la última glaciación, o a otros efectos ambientales naturales, pero que también puede deberse
a la acción del hombre en las últimas décadas, tanto en cuanto a la explotación de las
especies empleando un bajo número de reproductores, como al exterminio de las
poblaciones naturales, bien por agresiones sobre el medio fisico como sobre las mismas
poblaciones, y consecuentemente a la repoblación a partir de alevines procedentes de
piscifactorias. Todos estos factores pueden ser responsables de la pobreza genética que se
observa en las poblaciones españolas de tenca.
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RESUMEN
Con el fin de cuantificar la variabilidad genética intrapoblacional existente en varias
poblaciones españolas de tenca y determinar su similitud genética, se ha realizado un estudio
de las mismas a nivel citogenético, bioquímico (isoenzimas) y molecular (PCR y RAPDs). El
estudio de la variación y diversidad genética de poblaciones naturales y cultivadas de tenca
tiene una gran importancia para el conocimiento de la variabilidad genética de esta especie,
ya que permite su aplicación a programas de mejora y al establecimiento de “stocks’< de
cultivo.
La caracterización citogenética ha permitido solucionar algunas contradicciones
establecidas en cuanto al número de brazos de la especie e identificar la existencia de
polimorfismos para la región organizadora nucleolar, si bien, éstos no se consideran
adecuados para diferenciar poblaciones. La variabilidad observada para bandas C puede ser
considerada muy baja comparada con la descrita en poblaciones naturales de la mayor parte
de los organismos. Aun así, el polimorfismo detectado para los bloques beterocromáticos de
los pares cromosómicos 6 y 8 podría ser considerado útil en el estudio de la variabilidad
poblacional.
El análisis a nivel bioquímico ha permitido caracterizar 16 sistemas isoenzimáticos
(con 45 loci implicados como máximo) aunque únicamente se han empleado diez sistemas
(24-26 loci) para cuantificar la variabilidad. Sólo las esterasas fueron variables, poniendo de
manifiesto el elevado monomorfismo de esta especie. Las estimas de variabilidad, indice de
loci polimórficos y heterocigosidad génica, están dentro de lo descrito en otras muchas
especies de peces, sobre todo de agua dulce.
El empleo de técnicas moleculares basadas en la amplificación de ADN (PCR y
RAPDs) supone una nueva forma de cuantificar la variabilidad genética poblacional, ya que
permite estudiar directamente el genoma de los individuos de una forma relativamente rápida
y sencilla, ofreciendo la posibilidad de detectar marcadores moleculares que permitan la
identificación genética de diferentes poblaciones o grupos (Williams et al., 1 990). En este
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trabajo se han caracterizado 57 fragmentos amplificados (40 por RAPDs y 17 por PCR),
siendo variables diez (seis por RAPDs y cuatro por PCR). Las estimas de polimorfismo
obtenidas con RAPDs han resultado ligeramente superiores a las de isoenzimas, mientras
que con PCR esta estima ha sido inferior en algunas poblaciones. La estima para el conjunto
de todos los caracteres moleculares es muy similar a la de isoenzimas.
Las distancias genéticas estimadas por cualquiera de los métodos empleados son en
general bajas, siendo las de caracteres moleculares ligeramente más elevadas que las
estimadas por isoenzimas. Las distancias más representativas son las que consideran todos
los caracteres conjuntamente, obteniéndose un dendrograma en el que destaca la proximidad
de las poblaciones “Vega del Guadiana”, “Generala” y “Laguna del Cristo”, y el mayor
alejamiento de “Oropesa” y “Embalse de Cintruénigo”, únicas poblaciones que podrían estar
separadas del “stock” común formado por el resto (“Vega del Guadiana”, “Dehesón del
Encinar”. “Las Bárdenas Reales”, “La Generala” y “Laguna del Cristo”, . De estas
poblaciones, las que en general presentan una mayor variabilidad son “Oropesa”, “Embalse
de Cintruénigo” y “La Generala”.
El peligro de la pérdida de la riqueza genética de las poblaciones naturales, ya sea por
la acción del hombre, o por otros fenómenos naturales, se ponen de manifiesto en los
resultados obtenidos en este trabajo, en el que se ha visto que la variabilidad genética tanto
intra como interpoblacional, estimada en las poblaciones españolas de tenca es más baja de
lo que se esperaría y seria deseable en poblaciones naturales.
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CONCLUSIONES
1. La tenca es una especie diploide con un cariotipo monomórfico constituido por 48
cromosomas y un NIF=86, con 8 pares cromosómicos metacéntricos, 11
submetacéntricos y 5 acrocéntricos y una longitud de 2,3 a 0,8 ~.±.
2. El patrón de bandeo C es fundamentalmente centromérico y telomérico, con algunas
bandas intersticiales y algunos brazos completamente heteropienóticos. Sólo se ha
observado polimorfismo para los bloques heterocromáticos de los pares 6 y 8.
3. Existe un único par organizador nucleolar, par 3 en el que se localiza la región
organizadora del nucleolo tanto por tinción convencional, como argéntica y cromomicina
A3, detectándose la existencia de polimorfismo, tanto para el tamaño como para la
posición, de dicha región.
4. Se han podido caracterizar 16 sistemas isoenzimáticos resultando monomórficos nueve de
los diez empleados para cuantificar la variabilidad genética. Sólo las esterasas mostraron
variabilidad.
5. De los seis oligonucleótidos decámeros empleados para obtener fragmentos amplificados
por RAPDs, sólo mostraron variabilidad los generados por 5-B, 1 3-B y 7-F, mientras que
mediante PCR sólo se detecta variabilidad con MAE IU-IL.
6. Se han observado varios marcadores que permiten la identificación de poblaciones:
isoenzima EST-9 (80), fragmentos de 1700 y 1625 pb obtenidos con el oligonucleótido
1 3-B y todos los fragmentos obtenidos con los oligonucleótidos MAE 1 U-1L.
7. No existe ninguna evidencia cromosómica de la existencia de heterocromosomas sexuales,
tanto a nivel de número, morfología o patrones de bandeo cromosómicos, Igualmente
no se ha detectado ningún marcador, tanto isoenzimático como molecular, ligado al sexo.
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